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RÉSUMÉ 
Organisation de la réponse calcique intracellulaire dépendante du récepteur à l'inositol 
1,4,5-trisphosphate dans les cellules endothéliales 
par 
Éric Béliveau 
Département de pharmacologie 
Thèse présentée à la Faculté de médecine et des sciences de la santé en vue de l'obtention du 
grade de philosophiez doctor (Ph. D) en pharmacologie, Université de Sherbrooke, Québec, 
Canada, J1H 5N4 
L'endothélium constitue un véritable organe qui sécrète de nombreuses substances 
vasoactives régissant des fonctions cardiovasculaires vitales telles que le tonus et la croissance 
vasculaires. Ce tissu requiert la polyvalence de la signalisation calcique puisque plusieurs de 
ses fonctions dépendent de la modulation de la concentration intracellulaire de Ca2+. L'un 
des moyens utilisés par les cellules endothéliales pour assurer une réponse calcique efficace 
et spécifique est la propagation des signaux sous forme de vagues. Dans ce travail, nous avons 
décortiqué les mécanismes de mobilisation du Ca2+ intracellulaire menant à la propagation 
de vagues de Ca2+. Nous avons recueilli des données qui aideront à mieux comprendre à la 
fois l'organisation et la propagation de vagues de Ca2+ dans les cellules endothéliales d'aorte 
de boeuf (BAEC). 
Nous montrons par vidéomicroscopie, que la stimulation des BAEC avec l'ATP ou avec 
la bradykinine (BK) induit une réponse calcique oscillatoire finement régulée dans le temps 
et dans l'espace. En fait, le Ca2+ se propage d'une extrémité à l'autre de la cellule sous la 
forme d'une vague qui se produit en présence ou en absence de Ca2+ extracellulaire. Bien que 
les vagues de Ca2+ soient initiées à un endroit très précis près de la membrane plasmique, 
les cavéoles ne sont pas essentielles à leur propagation dans les BAEC, contrairement à 
ce qui a été observé dans certains autres types cellulaires. Toutefois, la dépolymérisation 
des microfilaments avec la latrunculine B et des microtubules avec la colchicine empêche 
la propagation de la vague de Ca2+. Dans ces conditions, les BAEC présentent plutôt une 
augmentation calcique uniforme dans toute la cellule. Ces résultats suggèrent que, dans les 
BAEC, les cavéoles ne sont pas impliquées dans l'organisation de la réponse calcique sous 
forme de vague, mais que l'organisation du cytosquelette est essentielle. 
Nous montrons aussi que la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ est constante 
d'un bout à l'autre d'une BAEC, ce qui est incompatible avec un mécanisme impliquant 
uniquement la diffusion de l'IP3 ou du Ca2+. Nous montrons également que la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+ dépend de l'intensité de la stimulation et aussi de l'état 
fonctionnel de ITP3R qui peut être modulé par des kinases endogènes comme la PKA, la 
PKC et mTOR. Enfin, nous montrons que la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ n'est 
pas directement reliée à l'amplitude de la relâche de Ca2+. La vitesse de propagation des 
vagues de Ca2+ est un paramètre relativement nouveau dans le domaine de la signalisation 
calcique intracellulaire. Il reste à définir jusqu'à quel point ce paramètre peut être utile dans 
l'interprétation des différentes activités cellulaires. 
Mots clés : Endothélium, signalisation intracellulaire, calcium, vague calcique, IP3R, phos-
phorylation. 
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INTRODUCTION 
1.1 Le calcium 
Le calcium est un élément à la fois vital et funeste. Bien plus qu'un simple minéral, il 
est l'un des messagers biologiques universels les plus polyvalents. Il participe à la vie dès 
son origine, à la fécondation, jusqu'à sa fin lors de l'apoptose (CARAFOLI, 2007). C'est l'un 
des éléments les plus abondants dans la nature ainsi que chez les êtres vivants, qu'ils soient 
du règne végétal ou animal (voir le tableau 1.1) (JAISWAL, 2001). C'est sous sa forme ionique 
(Ca2+) que le calcium est actif dans les systèmes biologiques. 
1.1.1 Importance du contrôle du Ca2+ pour la vie 
Le Ca2+ est incompatible avec la vie aux concentrations auxquelles il se retrouve dans 
la nature depuis aussi loin que l'on puisse l'évaluer. En effet, à haute concentration, il 
cause l'agrégation des protéines et des acides nucléiques, affecte l'intégrité des membranes 
lipidiques et précipite les phosphates (CASE et al., 2007). Pour éviter ceci, les premières 
formes de vie devaient contrôler leur concentration en Ca2+ et autres ions comme le Na+ 
et le CL- (CASE etal., 2007; WILLIAMS et FRAÛSTO DA SILVA, 2003). D'ailleurs, du point de 
vue phylogénétique, les canaux, pompes et échangeurs calciques sont apparus très tôt dans 
l'évolution et sont retrouvés chez plusieurs procaryotes (CASE etal., 2007; SHEMAROVA et 
NESTEROV, 2005). Au-delà de l'adaptation à l'aspect toxique du Ca2+, des protéines sensibles 
à sa présence se sont révélées cruciales pour l'émergence de nouvelles fonctions cellulaires. 
Un exemple bien répandu d'un motif protéique liant le Ca2+ est la main EF, une structure qui 
change de conformation en présence de Ca2+ et qui possède une large gamme d'affinité pour 
celui-ci, entre 10-9 M et 10-4 M (GIFFORD etal, 2007). 
Afin de diversifier et de rendre spécifique la signalisation par le Ca2+, divers moyens ont 
été utilisés parmi les différents types de vie. D'abord, le plus rudimentaire est la polarisation 
des éléments de signalisation dans une région déterminée de la cellule (CASE et al, 2007). 
Ensuite, la compartimentation des éléments de signalisation permet de modifier localement 
l'environnement sans affecter le reste de la cellule en plus de pouvoir servir de réserve 
d'énergie ou d'ions comme le Ça2+ (WILLIAMS et FRAÛSTO DA SILVA, 2003). En guise d'exemple, 
la mitochondrie permet de produire de l'énergie sous forme d'ATP à l'aide de compartiments 
dans lesquels le pH, le potentiel d'oxydoréduction et la concentration en Ca2+ sont très 
différents du cytosol (Hu et al, 2008). Dans ces compartiments, plusieurs des enzymes 
impliquées dans la production d'ATP ont une activité optimale et certaines sont également 
modulées par le Ca2+ (GRIFFITHS et RUTTER, 2009). Ainsi, la production d'ATP peut se produire 
sans être perturbée par différentes activités du cytosol. 
Chez les organismes pluricellulaires, la compartimentation et le contrôle du Ca2+ sont 
encore plus raffinés. En effet, il y a possibilité de communications intercellulaires qui peuvent 
se faire directement via, par exemple, les jonctions communicantes ou encore indirectement 
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Tableau 1.1 
Abondance de différents éléments dans la nature 
Abondance (%) 
Élément Océan Plantes Humain 
Hydrogène 10,7 16 10 
Oxygène 85,7 49 65 
Carbone 2,8 x 10"3 21 18 
Azote 6,7 x 10~5 3 3 
Calcium 0,0411 0,10 1,50 
Magnésium 0,129 0,04 0,05 
Sodium 1,08 0,01 0,15 
Potassium 0,0392 0,10 0,20 
Fer 
r-O
 
V
 0,005 0,006 
Zinc A
 •—
4 
O
 ! 
0,02 0,003 
Silicium 2,9 x 10~4 0,10 0,002 
Cuivre < 10~7 0,0006 0,0002 
Chlore 1,94 0,01 — 
Données tirées de JAISWAL (2001). 
par la relâche d'une hormone à un site distant qui peut activer une signalisation via le Ca2+ 
(CASE étal, 2007). 
En somme, le Ca2+ est un élément toxique pour les cellules, mais qui par adaptation 
est aussi devenu un messager universel. Chez les mammifères comme chez l'humain, il est 
essentiel. 
1.1.2 Le Ca2+ chez l'humain 
Chez l'humain, le Ca2+ est un élément essentiel qui doit impérativement être capté 
au moment de la nutrition (HEANEY et WEAVER, 2006). En plus de son rôle de signalisation, 
il a un rôle essentiel dans la structure de l'organisme puisqu'il est l'un des constituants 
prédominants des os qui constituent également la principale réserve de Ca2+ de l'organisme. 
En fait, on retrouve 99 % du Ca2+ du corps humain dans les os, principalement sous forme 
d'hydroxyapatite, donc non disponible directement pour un rôle de signalisation (SELBY, 
2002). Toutefois, une carence en Ca2+ va affecter directement la composition des os et les 
rendre moins résistants et plus sujets aux cassures (HEANEY, 2006a). En plus des os, le Ca2+ 
est présent dans le plasma sanguin, dans le liquide interstitiel ainsi que dans les cellules. Au 
niveau du plasma sanguin, seulement 50 % du Ca2+ est présent sous forme ionique, le reste 
étant complexé aux protéines plasmatiques ou sous forme de citrate ou phosphate et ne 
peut participer directement à la signalisation cellulaire (SELBY, 2002). Au niveau du liquide 
interstitiel et des cellules, le Ca2+ est principalement disponible sous sa forme ionique et donc 
apte à une utilisation rapide (HEANEY, 2006b). En fait, c'est au niveau du liquide interstitiel 
3 
Résorption 
Parathyroïde 
* 
— PTH — 
Réabsorption 
Reins 
Os 
Liquide interstitiel/Plasma 
t 
Calcitriol 
_l 
• Vitamine 
D 
Absorption 
Intestins 
Figure 1.1 
L'homéostasie calcique chez l'humain 
À la suite d'une baisse de la concentration du Ca2+ sanguin, la glande parathyroïde relâche la PTH 
qui favorise la résorption osseuse et la réabsorption de Ca2+ au niveau des reins, ce qui augmente la 
concentration de Ca2+ dans le sang et dans le liquide interstitiel. De plus, la PTH augmente la synthèse 
de calcitriol, dans les reins, à partir de vitamine D. Le calcitriol augmente l'absorption intestinale de 
Ca2+. Les déplacements de Ca2+ augmentant sa présence dans le sang et dans le liquide interstitiel 
sont indiqués par des flèches vertes et ses diminutions par des flèches rouges. 
que la concentration en Ca2+ est la plus stable dans l'organisme. C'est la source directe de 
Ca2+ pour les cellules, le niveau de Ca2+ y est finement contrôlé par le système endocrinien 
(HEANEY, 2006b). 
Afin de maintenir un niveau constant de Ca2+ pour les fonctions cellulaires, le Ca2+ 
se déplace constamment entre quatre compartiments dans l'organisme, c'est-à-dire entre 
les os, le plasma sanguin, le liquide interstitiel et les cellules. Ce processus est dirigé 
principalement par trois hormones qui sont l'hormone parathyroïdienne (PTH), la vitamine 
D et la calcitonine. La figure 1.1 montre la relation entre les différents éléments impliqués 
dans le contrôle du Ca2+ chez l'humain. 
D'abord, la PTH est une hormone peptidique hypercalcémiante qui est relâchée par la 
glande parathyroïde lors d'une calcémie sanguine basse (SELBY, 2002), La PTH va moduler 
à la hausse la calcémie principalement via son action sur deux organes différents : les os 
et les reins (RAMASAMY, 2006). Au niveau des os, la PTH va libérer du Ca2+ en activant la 
résorption osseuse par l'action des ostéoclastes (RAMASAMY, 2006; TEITELBAUM, 2000). Aussi, 
au niveau des reins, la PTH va favoriser la réabsorption du Ca2+ dans le tubule distal afin de 
4 
diminuer son élimination dans l'urine (FRIEDMAN, 1999). Également dans les reins, la PTH va 
favoriser l'activation de la de vitamine D qui contribue de façon importante au contrôle du 
Ca2+ (RAMASAMY, 2006; SELBY, 2002). 
Un autre régulateur majeur de la calcémie est la vitamine D, une hormone qui favorise 
l'absorption intestinale du Ca2+ vers le sang. Elle est produite au niveau de la peau sous 
l'action des rayons UV ou encore captée lors de l'alimentation (RAMASAMY, 2006). Qu'elle 
provienne de l'alimentation ou de la synthèse endogène au niveau de la peau, la vitamine 
D requiert une hydroxylation pour devenir active (FRIEDMAN, 2006). En effet, c'est la la,25-
dihydroxyvitamine D, aussi nommée calcitriol, qui est responsable des effets biologiques de 
régulation du Ca2+ (FRIEDMAN, 2006). La voie de synthèse du calcitriol est induite par la PTH 
au niveau des reins (RAMASAMY, 2006; SELBY, 2002). Bien que le calcitriol puisse favoriser 
la résorption osseuse, son effet majeur est d'augmenter l'absorption du Ca2+ au niveau 
de l'intestin pour ainsi augmenter la concentration plasmatique de Ca2+, ce qui favorise 
indirectement la minéralisation osseuse (FRIEDMAN, 2006; SUDA et al., 2003). 
Enfin, la calcitonine est une hormone produite par la glande thyroïde qui a un effet 
hypocalcémiant, donc dont l'action globale est l'inverse de la PTH. L'importance de la 
calcitonine dans la régulation physiologique du Ca2+ chez l'humain n'est pas clairement 
reconnue puisque, par exemple, on la retrouve à une très faible concentration dans la 
circulation sanguine et que l'ablation de la thyroïde n'affecte pas les niveaux de calcium 
dans l'organisme (HIRSCH et BARUCH, 2003). Néanmoins, dans une utilisation thérapeutique 
contre l'hypercalcémie, elle permet d'inhiber la résorption osseuse (FRIEDMAN, 2006). 
En somme, la concentration de Ca2+ est finement contrôlée dans l'organisme humain 
grâce au système endocrinien. Il en résulte que l'environnement calcique de chacune 
des cellules du corps est très stable, ce qui permet à ces mêmes cellules d'utiliser le Ca2+ 
efficacement pour gouverner leurs fonctions, notamment en tant que second messager 
intracellulaire. 
1.2 Le Ca2+ est un important second messager intracellulaire 
La modulation de la concentration de Ca2+ libre au sein d'une cellule est un phénomène 
ubiquitaire qui est capital lors de plusieurs processus cellulaires tels que la motilité, la 
contraction, la sécrétion, l'expression génique, la mitose, l'apoptose et la polarisation 
membranaire (FOSKETT et al., 2007). Non seulement le Ca2+ régule une vaste gamme de 
fonctions cellulaires, mais il le fait également sur des intervalles de temps différents, ce qui 
montre la très grande polyvalence du Ca2+ en tant que second messager intracellulaire. Par 
exemple, l'exocytose et la contraction cellulaire sont très rapides, elles sont de l'ordre des ps 
et des ms respectivement. À l'inverse, la transcription et la prolifération cellulaire peuvent 
durer respectivement plusieurs minutes et heures (BERRIDGE et al., 2003). D'autre part, la 
concentration intracellulaire de Ca2+ se doit d'être finement modulée puisque le Ca2+ est 
hautement toxique pour les cellules et peut avoir des conséquences irréversibles menant 
directement à la mort cellulaire par nécrose ou apoptose (DONG et al., 2006). Somme toute, la 
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polyvalence et la toxicité du Ca2+ exigent que les cellules possèdent des mécanismes pouvant 
moduler sa concentration selon leurs besoins. 
1.2.1 Les mécanismes de modulation de la concentration intracellulaire de Ca2+ 
Le Ca2+ est exploité en tant que second messager par toutes les cellules de l'organisme. 
Néanmoins, chacun des types cellulaires possède des fonctions qui leur sont propres. En 
ce qui concerne la signalisation intracellulaire, ceci se caractérise par une utilisation et une 
disposition d'éléments de signalisation différents de façon à ce qu'ils répondent le mieux à 
leurs fonctions (BERRIDGE et al, 2003,2000,1998). Dans le cas de la signalisation calcique, il 
existe deux grandes classes de cellules : les cellules excitables et les cellules non excitables 
(CLAPHAM, 1995). Dans le cas précis des cellules excitables, la signalisation via le Ca2+ peut 
s'amorcer par un potentiel d'action, c'est-à-dire par l'activation de canaux calciques sensibles 
à une dépolarisation membranaire (PIEDRAS-RENTERI'A et al., 2007; MIURA, 2002). Il en résulte 
une mobilisation de Ca2+ très rapide qui est observée dans les cellules spécialisées comme 
les neurones, les cardiomyocytes, les cellules musculaires lisses, les cellules musculaires 
squelettiques et les cellules sécrétrices telles les cellules (3 du pancréas (MIURA, 2002). Dans 
le cas des cellules non excitables, la signalisation calcique implique la liaison d'un ligand à 
un récepteur, ce qui fait qu'elle est généralement moins rapide (CLAPHAM, 1995). Le système 
de mobilisation calcique des cellules non excitables est plus répandu car il est aussi présent 
dans les cellules excitables (CLAPHAM, 1995). 
Dans le cas des cellules non excitables, il est possible de séparer les mécanismes de 
modulation de la concentration intracellulaire de Ca2+ en deux grandes classes. D'abord, il y 
a les mécanismes qui permettent le maintien d'un niveau physiologique de Ca2+ nécessaire 
au fonctionnement cellulaire. Ensuite, il y a les mécanismes qui permettent une mobilisa-
tion ponctuelle de Ca2+ pour répondre à une fonction précise. Ces mécanismes sont très 
étroitement reliés. 
1.2.2 Maintien de la concentration intracellulaire de Ca2+ au niveau physiologique 
Dans les cellules non excitables saines, la concentration intracellulaire de Ca2+ se 
situe normalement entre 10 et 100 nM (DONG et al., 2006). Afin de changer la concentration 
intracellulaire de Ca2+, les cellules utilisent principalement deux réservoirs de Ca2+ : le milieu 
extracellulaire et le réticulum endoplasmique (RE). La concentration de Ca2+ dans le milieu 
extracellulaire se situe entre 1 et 2 mM alors que celle à l'intérieur du RE se situe entre 0,1 et 
1 mM (BERRIDGE et al., 2000; MELDOLESI et POZZAN, 1998). Les éléments qui modulent la 
concentration intracellulaire de Ca2+ se retrouvent principalement au niveau de la membrane 
plasmique et de la membrane du RE. La figure 1.2 schématise les éléments impliqués dans le 
maintien de la concentration intracellulaire de Ca2+ au niveau physiologique. 
Au niveau de la membrane plasmique, les pompes PMCA (plasma membrane calcium 
ATPasé) sont très abondantes et possèdent une forte affinité envers le Ca2+, mais qui le 
pompent à l'extérieur de la cellule à une faible vitesse (CARAFOLI etal., 2001). Les PMCA 
abaissent finement la concentration intracellulaire de Ca2+ en utilisant l'énergie de l'hydrolyse 
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Figure 1.2 
L'homéostasie calcique dans les cellules non excitables 
Dans une cellule non stimulée, la concentration en Ca2+ dans le cytosol est maintenue entre 10 nM et 
100 nM par différents canaux et pompes permettant de la moduler. Les principaux réservoirs de Ca2+ 
par lesquels la concentration intracellulaire de Ca2+ est modulée sont le milieu extracellulaire et le 
réticulum endoplasmique. Au niveau du réticulum endoplasmique, on retrouve l'IP jR, qui permet de 
libérer le Ca2+ dans le cytosol, et les pompes SERCA qui permettent de retourner le Ca2+ dans le RE. Au 
niveau de la membrane plasmique, on retrouve les PMCA et les échangeurs Na*/Ca2+ qui expulsent le 
Caz+ à l'extérieur de la cellule ainsi que divers canaux qui permettent au Ca2+ d'entrer dans la cellule 
suite à la déplétion des réserves du RE ou suite à l'activation par un ligand. 
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de l'ATP afin de transporterie Ca2+ contre son gradient (DONG et al, 2006; BOBE et al., 2005). 
Il y a également des échangeurs Na+/Ca2+ qui ont une affinité envers le Ca2+ beaucoup 
plus faible que celle des PMCA et leur rôle est d'abaisser rapidement la concentration 
intracellulaire de Ca2+ en utilisant l'énergie du gradient de Na+ (CARAFOLI et al., 2001). Au 
niveau de la membrane plasmique, on retrouve aussi de nombreux canaux permettant 
l'entrée du Ca2+ dans la cellule. Ces canaux sont principalement activés suite à la déplétion 
des réserves du RE ou encore directement par la liaison d'un ligand (DONG et al., 2006; 
CARAFOLI et al., 2001). 
En ce qui a trait à la membrane du RE, les pompes SERCA (sarco-endoplasmic reti-
culum calcium ATPase) sont responsables du remplissage des réservoirs de Ca2+ du RE en 
hydrolysant de l'ATP pour transporterie Ca2+ contre son gradient (DONG et al., 2006; BOBE 
et al., 2005). Par ailleurs, la concentration en Ca2+ à l'intérieur du RE influence directement 
les mouvements de Ca2+ vers le cytosol, qui sont médiés par les récepteurs à l'inositol 
1,4,5-trisphosphate (IP3R) (HIGO et al., 2005; STREHLER et TREIMAN, 2004; MISSIAEN et al., 
1999; HORNE et MEYER, 1995; MISSIAEN et al., 1992). Les IP3R se trouvent également sur la 
membrane du RE et sont les principaux responsables des relâches de Ca2+ provenant du RE 
dans les cellules non excitables (CLAPHAM, 1995). 
1.2.3 La relâche calcique intracellulaire 
Chez les cellules non excitables, c'est la signalisation via l'inositol 1,4,5-trisphosphate 
(IP3) (figure 1.3) qui est prédominante pour générer une relâche calcique intracellulaire 
(CLAPHAM, 1995). Le processus de génération d'IP3 démarre à l'extérieur de la cellule où 
un ligand active un récepteur couplé à la protéine Gq (GqPCR) ou un récepteur tyrosine 
kinase (RTK) (CARAFOLI etal., 2001). Dans les deux cas, une isoforme de phospholipase C 
(PLC) est activée pour catalyser l'hydrolyse du phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate (PIP2) 
en diacylglycérol (DAG) et en IP3 (CLAPHAM, 1995). Dans le cas du RTK, c'est une PLCy 
possédant des domaines SH2 qui est activée eilors que dans le cas du GqPCR c'est une 
PLCp (HERNÂNDEZ-SOTOMAYOR et CARPENTER, 1992; BERRIDGE et IRVINE, 1989). Après sa 
formation, l'IP3 diffuse dans le cytosol et va lier les IP3R afin de favoriser leur ouverture et 
provoquer la relâche de Ca2+ à partir des réserves du RE (BERRIDGE etal, 2003). Ainsi, la 
concentration intracellulaire de Ca2+ peut atteindre des concentrations variant de 0,1 à 1 pM 
(BERRIDGE etal., 2000). Le DAG, formé lors de l'hydrolyse du PIP2, reste associé à la membrane 
plasmique à cause de son caractère hydrophobe et permet l'activation de plusieurs effecteurs 
(BROSE et ROSENMUND, 2002). Le rôle le plus documenté du DAG est le recrutement de la 
protéine kinase C (PKC) à la membrane plasmique et son activation subséquente qui requiert 
du Ca2+ dans le cas des isoformes dites conventionnelles (GALLEGOS et NEWTON, 2008; BROSE 
et ROSENMUND, 2002). La PKC participe activement à la modulation de la concentration 
intracellulaire de Ca2+ puisque certaines isoformes sont des modulateurs de certains canaux 
calciques tels que les IP3R et d'autres canaux activés par la déplétion des réserves du RE 
(ARGUIN etal., 2007; CARON etal, 2007; ZHANG etal., 2006; MA etal., 2002; MATTER etal, 
1993). La vidange des réserves du RE est également accompagné d'une entrée de Ca2+ qui 
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Figure 1.3 
Actlvation de IIP3R 
Dans les cellules non excitables, c'est la signalisation via l'inositol 1,4,5-trisphosphate (IP3) qui est 
prédominante pour générer une relâche calcique intracellulaire. Le-processus de génération d'IP3 
démarre à l'extérieur de la cellule où une hormone active un récepteur couplé à une protéine Gq 
(GqPCR) ou un récepteur tyrosine kinase (KTK). Dans les deux cas, une isoforme de phospholipase C 
(PLC) est ensuite activée pour catalyser l'hydrolyse du phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate (PIP2) 
en diacylglycérol (DAG) et en IP3. Par la suite, l'IP3 diffuse dans le cytosol et va lier l'IP^R afin de 
favoriser son ouverture et de provoquer la relâche de Ca2+ à partir des réserves du RE. Le DAG et le 
Ca2+ sont capables de générer une réponse cellulaire en modulant l'activité d'autres effecteurs. 
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permet à la fois de prolonger la réponse calcique et d'assurer un remplissage suffisant des 
réserves du RE (FESKE et al, 2007). Ce phénomène est causé soit par une entrée de Ca2+ 
via des canaux activés par la baisse des réserves de Ca2+ (canaux SOC ou store-operated 
channels) ou soit via l'activation d'autres canaux de la membrane plasmique dépendants 
de la voie menant à la relâche calcique intracellulaire (canaux ROC ou receptor-operated 
channels). Différents mécanismes peuvent expliquer l'entrée de Ca2+ via les canaux SOC, 
mais à l'heure actuelle, la protéine STIM (stromal interaction molecule 1) semble être un 
élément central dans ce mécanisme (PUTNEY, 2009). En effet, STIM se déplace près de la 
membrane plasmique lorsque la concentration de Ca2+ dans le RE diminue pour ensuite 
favoriser l'ouverture de canaux calciques de la membrane plasmique dont Orai et certains 
TRP {transientreceptorpotentiaï) (CAHALAN, 2009; LIAO étal., 2008; HOGAN et RAO, 2007). Le 
couplage conformationnel entre les IP3R et certains canaux TRP (ROSADO et al., 2002; BOULAY 
et al., 1999; KISELYOV et al., 1998) et l'activation de ces TRP directement par le DAG peuvent 
aussi participer à l'entrée de Ca2+ dans les cellules (HOFMANN et al., 1999). 
Les niveaux intracellulaires de Ca2+ diminuent rapidement par des mécanismes de 
liaison du Ca2+ à des protéines cytosoliques, mais surtout par l'action des SERCA et des PMCA 
qui expulsent le Ca2+ à l'extérieur de la cellule ou dans le RE, ce qui ramène la concentration 
intracellulaire de Ca2+ a son niveau de repos (se référer à la section 1.2.2) (BERRIDGE, 2007). 
Étant donné que la relâche calcique intracellulaire se produit lors de plusieurs stimulus 
distincts, elle se doit d'être finement organisée pour que les cellules puissent les différencier 
et générer des réponses spécifiques (BRENNER et ai, 2007; CARAFOLI et al., 2001; BERRIDGE 
etal., 2000). 
1.2.4 Interprétation du signal calcique par la cellule 
Les diverses fonctions cellulaires dépendantes du Ca2+ reposent fondamentalement 
sur la propriété du Ca2+ à lier spécifiquement une classe de protéines : les capteurs de 
Ca2+. La liaison du Ca2+ à ces protéines leur impose un changement conformationnel, ce qui 
modifie leur capacité à interagir avec d'autres entités cellulaires cibles, menant à une fonction 
cellulaire bien précise (GIFFORD etal., 2007; KREBS et HEIZMANN, 2007). Mais, comment une 
cellule peut-elle assurer une multitude de réponses spécifiques par l'utilisation du Ca2+ ? 
Une des approches employées par la cellule pour obtenir une spécificité de réponse 
au Ca2+ est en confinant le signal calcique à l'intérieur d'une région restreinte de la cellule. 
Ceci est possible notamment par une localisation précise des différents éléments impliqués 
dans la mobilisation du Ca2+ intracellulaire induite par un stimulus précis (BERRIDGE, 2007; 
BRENNER etal., 2007). Par exemple, dans les neurones, la présence de l'IPSR dans les épines 
dentriques est essentielle pour induire une dépression synaptique à long terme (HOLBRO 
etal., 2009; MIYATA etal, 2000). 
À la localisation du signal, s'ajoute un autre aspect déterminant pour la spécificité 
du signal calcique : l'affinité des capteurs de Ca2+. L'affinité de ces protéines pour le Ca2+ 
s'étale sur une large gamme allant 10~9 M à 10"4 M (GIFFORD etal, 2007). Cette propriété 
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permet à la cellule d'activer spécifiquement certaines voies de signalisation en fonction de 
la concentration intracellulaire de Ca2+ atteinte (BERRIDGE, 1997a). Un exemple probant de 
l'utilisation de ce mécanisme par la cellule est la démonstration par DOLMETSCH et al. (1997) 
qu'il était possible d'activer sélectivement le facteur de transcription NFAT (Facteur nucléaire 
des lymphocytes T activés) ou NFxB (Facteur nucléaire xB), dans des lymphocytes B, en 
fonction de l'amplitude de la mobilisation de Ca2+. Par contre, cette activation dépendait 
d'une autre condition intrinsèque à la voie de signalisation de chacun des facteurs de 
transcription : le maintien de l'élévation de la concentration de Ca2+ au-delà d'un seuil 
suffisamment longtemps. Cette période de temps découle directement de la cinétique des 
mécanismes d'activation et d'inactivation impliqués aux différentes étapes de la transduction 
du signal calcique par une voie de signalisation (BRENNER et al, 2007; DOLMETSCH et al., 
1997). En fait, plus les mécanismes d'inactivation d'une voie de signalisation sont efficaces 
comparativement aux mécanismes d'activation, plus le signal calcique doit être maintenu 
longtemps pour la transduction complète du signal (BRENNER et al., 2007). Par exemple, 
dans le cas de la voie de signalisation de NFAT, l'activation et l'inactivation dépendent 
respectivement de l'activité de phosphatases et de kinases dont les effets ont lieu en quelques 
minutes, ce qui implique que la concentration de Ca2+ doit demeurer élevée pour soutenir 
une activation prolongée de NFAT, par exemple sur une période de plusieurs minutes que 
nécessite la transcription d'un gène (DOLMETSCH et al, 1997; SHIBASAKI et al., 1996). Dans le 
cas de NFxB, l'inactivation requiert la synthèse d'une protéine inhibitrice, ce qui demande 
quelques dizaines de minutes pour se concrétiser (DOLMETSCH et al, 1997). Ainsi, une fois 
que NFxB devient actif en présence de Ca2+, il conserve cet état beaucoup plus longtemps 
que NFAT lorsque la mobilisation calcique est terminée (DOLMETSCH et al, 1997). Ces 
particularités suscitent une autre question : est-ce qu'une réponse calcique régénérée à une 
fréquence spécifique, c'est-à-dire une réponse oscillatoire, permet d'activer sélectivement 
une voie de signalisation et de la garder active ? 
Encore une fois, c'est l'étude de NFAT et NFxB par DOLMETSCH et al. (1998), cette fois-ci 
dans les cellules Jurkat, qui a permis de démontrer que la fréquence des oscillations était un 
élément qui permettait de garder une voie de signalisation active et d'obtenir une spécificité 
de réponse. Cette étude montre qu'il est possible de maintenir l'activation de NFAT et NFxB 
durant 180 min par une seule oscillation toutes les 100 s. Par contre, lorsque le temps entre 
les oscillations surpassait 400 s, seul NFxB restait activé. De plus, dans le cas précis de NFAT, 
il a été démontré que pour son activation, les oscillations étaient plus efficaces qu'un signal 
soutenu de même amplitude (TOMIDA etal., 2003; DOLMETSCH etal., 1998). À l'heure actuelle, 
il a été mis en lumière que plusieurs fonctions biologiques, provenant de types cellulaires 
diversifiés, dépendent étroitement des oscillations calciques (UHLÉN et FRITZ, 2010). Parmi 
celles-ci, on peut noter la sécrétion d'insuline par les cellules [3 du pancréas ainsi que la 
production d'interleukines parles macrophages (DYACHOK etal, 2008; BERGGREN etal, 2004; 
UANLEYetal, 2004). 
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Comme en témoignent ces différents exemples, afin qu'un signal calcique puisse être 
efficace et spécifique, la cellule peut moduler l'intensité et la fréquence du signal en plus 
de le confiner dans une région restreinte. Toutefois, pour en arriver à de telles subtilités de 
signalisation, une cellule doit posséder un ensemble d'éléments de signalisation calcique 
qu'elle peut organiser et restructurer précisément selon ses besoins, afin d'orchestrer le 
moment, la durée, la localisation, l'intensité ainsi que la propagation du signal calcique 
(DUPONT etal., 2007; KNOT et al, 2005; BERRIDGE étal., 2000). 
1.3 Importance de PIP3R dans l'organisation de la relâche calcique 
Plusieurs éléments peuvent être responsables de l'organisation du signal calcique dont 
la disposition des récepteurs GPCR et RTK sur la membrane plasmique ainsi que de leurs 
effecteurs, la localisation intracellulaire des IP3R ainsi que l'interaction de ces différentes 
entités avec des protéines qui modulent leurs fonctions (BERRIDGE etal., 2000). L'IPSR joue un 
rôle clé dans différents aspects de l'organisation de la réponse calcique (FOSKETT etal., 2007; 
MIKOSHIBA, 2007). En effet, l'expression de différentes isoformes d'IP3R et leur assemblage 
en tétramère, leur distribution cellulaire ainsi que leur mode d'activation peuvent contribuer 
à l'organisation fine de la relâche calcique. 
1.3.1 Expression et structure de l'IP^-jR 
Chez les mammifères, il y a trois isoformes d'IPaR (IP3R- I ,  IP3R-2 et IP3R-3) qui 
proviennent de gènes distincts et dont le niveau d'expression varie selon les tissus (PATEL 
etal, 1999; TAYLOR etal., 1999; FUJINO etal., 1995; WOJCIKIEWICZ, 1995; MARANTO, 1994; 
YAMADA etal., 1994; YAMAMOTO-HINO etal., 1994; BLONDEL etal., 1993; SODHOF etal, 
1991; MIGNERY etal., 1990; FURUICHI etal, 1989). Qui plus est, l'expression des différentes 
isoformes d'IP3R n'est pas statique, elle peut en effet également être modulée à la hausse ou 
à la baisse dans certaines conditions. De telles modulations du niveau d'expression des IP3R 
ont pu être mesurées au cours du développement d'un organisme, lors de différenciations 
cellulaires ou encore sous certaines conditions physiologiques ou pathologiques (HARZHEIM 
etal, 2009; JURKOVICOVA etal, 2008,2006; NADIF KASRI etal., 2006; CAI etal, 2004; SHIBAO 
etal., 2003; TALON etal, 2002; LI etal, 2002; FAURE etal., 2001; YAMDA etal., 2001; MCGOWAN 
et SHARMA, 2000; TAYLOR etal., 1999; KUME etal, 1997; SHIRAISHI etal., 1995; NAKAGAWA 
etal., 1991). En tant qu'exemple, chez le rat sain, il a été démontré que l'IP3 induisait une 
contraction du muscle soléaire chez l'animal naissant, mais que cette propriété diminuait 
significativement au cours des 30 premiers jours de vie, en concomitance avec une réduction 
de l'expression de ITP3R-2 dans ce muscle (TALON etal., 2002). Pour le cas d'une situation 
pathologique, il a été observé que l'expression de l'IP3R-l diminuait au niveau du cœur de 
rats souffrant d'une stimulation adrénergique déficiente, causée par la 6-hydroxydopamine, 
une neurotoxine qui provoque la dégénérescence des terminaisons nerveuses adrénergiques 
(JURKOVICOVA etal, 2006). Les isoformes D'IPAR ont une structure générale similaire que leur 
confère une séquence primaire d'environ 2 700 acides aminés (FURUICHI et al., 1989). En 
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effet, les isoformes possèdent entre elles une identité de séquence se situant entre 60 % et 
80 % (FOSKETT et al, 2007). 
En terme de structure générale, on trouve en portion N-terminale des IP3R, du côté 
du cytosol, le domaine de liaison de l'IP3 qui est l'un des plus conservés (FOSKETT et al., 
2007). En effet, plusieurs études ont montré que les 576 premiers acides aminés de l'IPAR sont 
particulièrement importants pour la liaison de l'IP3 (YOSHIKAWA et al, 1996; MARANTO, 
1994; NEWTON etal., 1994; MIYAWAKI etal., 1991; SODHOF etal., 1991; MIGNERY etal., 
1990; MIGNERY et SODHOF, 1990). La structure de cette région a également été établie par 
cristallographie par BOSANAC etal. (2005,2002), ce qui a précisé les interactions possibles 
entre l'IP3 et son récepteur. En ce qui concerne l'affinité entre l'IPaR et son ligand, plusieurs 
études ont signalé qu'elle est différente d'une isoforme d'IPsR à l'autre, bien que la différence 
rapportée dans certaines études soit modeste (FOSKETT et al., 2007). C'est pourquoi le 
classement des IP3R selon leur affinité n'est pas identique dans toutes les études, quoique la 
majorité de celles-ci montrent une affinité dans cet ordre : IP3R-2 > IP3R-I > IP3R-3 (DYER 
et MICHELANGELI, 2001; MIYAKAWA et al., 1999; NEROU etal., 2001; NEWTON etal., 1994; 
SODHOF etal., 1991; WOJCIKIEWICZ et Loo, 1998a). 
Pour revenir à la structure générale, toujours du côté cytosolique, se trouve une grande 
région d'environ 1 700 acides aminés qui est connue comme le domaine de régulation 
de l'IP3R OU encore le domaine d'association avec d'autres entités cellulaires (FOSKETT 
et al, 2007; CHOE et EHRLICH, 2006; PATTERSON etal, 2004a). De nombreuses protéines 
ayant la capacité de lier ou de phosphoryler les IP3R ont été identifiées et la plupart le 
font sur cette portion. La nature des protéines interagissant avec l'IPsR est très diversifiée, 
certaines sont des constituants du cytosquelette, d'autres sont localisées dans la membrane 
plasmique ou encore dans le cytosol et certaines sont des kinases ou des phosphatases. Le 
tableau 1.2 présente une liste non exhaustive qui montre bien la diversité de protéines ayant 
une interaction avec l'IPsR. De plus, le domaine de régulation est la région qui présente 
le plus de variabilité de séquence parmi les trois isoformes d'IP^R (YOSHIDA et IMAI, 1997; 
MARANTO, 1994). Cette variabilité pourrait contribuer à conférer à chacune des isoformes 
d'IPsR des propriétés de régulation qui lui sont uniques. Par exemple, cette région présente 
de nombreux sites consensus de phosphorylation pour certaines kinases comme la PKA ou 
la PKC. Or, le nombre de sites consensus pour ces kinases est différent selon les isoformes 
d'IP3R (PATEL etal, 1999). 
En aval du large domaine de régulation se trouvent six domaines transmembranaires 
reliés entre eux par de courtes boucles cytosoliques ou luminales (GALVAN et al., 1999; 
MICHIKAWA etal., 1994). Un segment hydrophobe se trouvant entre le cinquième et sixième 
domaine transmembranaire forme le pore qui permet au Ca2+ de passer du RE au cytosol 
(TAYLOR etal., 2004; BOEHNING etal., 2001; RAMOS-FRANCO etal, 1999). 
En aval des six domaines transmembranaires, une courte portion d'environ 150 acides 
aminés forme la queue C-terminale qui complète le récepteur dans le cytosol (FOSKETT etal, 
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Tableau 1.2 
Quelques protéines interagissant avec IIP3R 
Type Protéine Références 
Cytosquelette 4.1N FUKATSU et al. (2006); MAXIMOV et al. 
(2003); ZHANG étal. (2003) 
Myosine II WALKER et al. (2002) 
Actine FUKATSU et al. (2004); SUGIYAMA et al. 
(2000) 
Vinculine SUGIYAMA et al. (2000) 
Ankyrine BOURGUIGNON et JIN (1995); MOHLER 
et al. (2002); BOURGUIGNON et al. 
(1993) 
Talin SUGIYAMA et al. (2000) 
Cytosolique NCS1 SCHLECKER et al. (2006) 
HSP90 NGUYEN et al. (2009) 
Cytochrome c BOEHNING et al. (2005,2003) 
CARP HIROTA et al. (2003) 
CIB1 HENNIGS et al. (2008); WHITE et al. 
(2006) 
Cdc2 MALATHI et al. (2005,2003) 
IRBIT ANDO et al. (2006, 2003) 
Calmoduline NADIF KASRI et al. (2002); YANG et al. 
(2002); ADKINS et al. (2000); CARDY et 
TAYLOR (1998); PATEL et al. (1997) 
Bcl-2 ERIN et BILLINGSLEY (2004) 
DANGER VAN ROSSUM et al. (2006) 
HAP1A TANG et al. (2005,2003a) 
CaBPl HERNANDEZ et al. (2007); NADIF KASRI 
et al. (2004); YANG et al. (2002) 
Bel-XL WHITE et al. (2005) 
GAPDH PATTERSON et al. (2004b) 
Membrane plasmique Homer YUAN et al. (2003); Tu et al. (1998) 
TRPC3 BOULAY et al. (1999); KISELYOV et al. 
(1998) 
Rack-1 PATTERSON et al. (2004b) 
RhoA-TRPCl MEHTA et al. (2003) 
Na+/K+-ATPase YUAN et al. (2005) 
Kinases et phosphatases Fyn JAYARAMAN et al. (1996) 
Lyn YOKOYAMA et al. (2002) 
PKA BETZENHAUSER et al. (2009); FERRIS 
et al. (1991a) 
Suite à la page suivante... 
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Suite du tableau 1.2 
Type Protéine Références 
PKC ARGUIN et al. (2007); CARON et al 
(2007) 
mTOR MACMILLAN et MCCARRON (2009); 
MACMILLAN etal. (2005) 
PPla TANG et BEZPROZVANNY (2004); TANG 
etal (2003b); Tu etal (2004) 
CaMKII BARE etal (2005); FERRIS etal. (1991b) 
Calcineurine MACMILLAN et MCCARRON (2009); 
MACMILLAN et al (2005); TANG et 
BEZPROZVANNY (2004); CAMERON etal 
(1997,1995a,b) 
Luminale Erp44 HIGO etal. (2005) 
Calnexine JOSEPH etal. (1999) 
Junctate STAMBOULIAN et al (2005); TREVES 
etal. (2004) 
Chromogranine A/B CHOE et al. (2004); THROWER et al. 
(2003,2002); JOHENNING etal. (2002) 
2007). Certaines protéines peuvent lier cette portion dont le cytochrome c, BC1-XL et 4.1 N 
(FUKATSU etal., 2006; BOEHNING et al, 2005,2003; WHITE étal., 2005). La structure générale 
de l'IPsR est schématisée à la figure 1.4A. 
Outre la structure générale de l'IP3R, plusieurs études biochimiques ont démontré 
qu'un canal IP3R fonctionnel est composé de quatre unités d'IPaR de même type ou non 
(voir figure 1.4B), c'est-à-dire que le canal est respectivement un homotétramère ou un 
hétérotétxamère d'IP3R (JOSEPH etal, 2000,1997,1995; PATEL etal, 1999; NUCIFORA etal., 
1996; MONKAWA etal, 1995; WOJCIKIEWICZ et HE, 1995; MAEDA etal, 1991; MIGNERY etal., 
1990). Des études utilisant la microscopie électronique supportent également une structure 
tétramérique pour les canaux IP3R (SATO et al, 2004; SERYSHEVA et al, 2003; HAMADA et al., 
2003,2002; DA FONSECA etal., 2003; JIANG etal, 2002; KATAYAMA etal, 1996; CHADWICK etal., 
1990; MAEDA et al., 1990). Les déterminants responsables de la formation du tétramère sont 
toujours inconnus, toutefois des études utilisant des mutants tronqués de l'IP3R suggèrent 
que la portion C-terminale du récepteur y joue un rôle important, notamment la courte 
queue cytosolique et la région formant le pore (SCHUG et JOSEPH, 2006; GALVAN et MIGNERY, 
2002; GALVAN etal., 1999; RAMOS-FRANCO etal, 1999; JOSEPH etal., 1997; SAYERS etal., 1997; 
MIYAWAKI etal, 1991; MIGNERY et SODHOF, 1990). Ainsi, en ce qui a trait à la composition 
des tétramères, il existe plusieurs combinaisons possibles permettant une grande diversité 
au niveau des propriétés fonctionnelles des IP3R au sein d'un tissu ou encore d'une région 
cellulaire (THROWER etal., 2001). 
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A IP3R 
B Canal tétramérique 
Vue du cytosol Vue du RE 
4P Domaine de liaison de l'IP3 Domaine transmembranaire 
CD Domaine de régulation Portion C-terminale 
O Boucle cytosolique/luminale 
Figure 1.4 
Structure générale de l'IPaR 
(A) Schéma de la structure générale de l'IP3R dans la membrane du RE. Les 576 premiers acides aminés 
en portion N-terminale (rouge), du côté cytosolique, constituent le domaine de liaison de I'fP3. En 
aval du domaine de liaison, toujours du côté cytosolique, se trouve une grande région d'environ 
1 700 acides aminés (jaune) qui est connue comme le domaine de régulation de riP.jR. En aval du 
domaine de régulation, se trouvent six domaines transmembranaires (bleu) reliés par de courtes 
boucles cytosoliques ou luminales (rose). Enfin, une courte portion d'environ 150 acides aminés 
complète le C-terminal du récepteur dans le cytosol (orange). (B) Assemblage de quatre isoformes 
d'lP3R pour former un canal calcique fonctionnel. Le pore est formé par la région hydrophobe entre 
les cinquième et le sixième domaines transmembranaires de chacune des isoformes d'IP3R. Le pore 
laisse passer le Ca2+ du RE vers le cytosol en suivant le gradient de Ca2+. 
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1.3.2 Distribution cellulaire de PIP3R 
En sus de la composition des tétramètres d'IP3R qui peut participer à la diversité de 
la signalisation calcique fine, la distribution non uniforme des IP3R au sein d'une cellule 
pourrait également y participer (VERMASSEN et al., 2004b). La distribution hétérogène des 
différentes isoformes d'IPaR a été observée dans différents types de cellules non excitables. 
À titre d'exemple, les différentes isoformes d'IPaR ont été observées préférentiellement du 
côté apical dans les entérocytes, les cellules du canal de Wharton ainsi que dans les cellules 
acineuses du pancréas, de la parotide et de la glande sous-maxillaire (ZHANG et al., 1999; 
YAMAMOTO-HINO et al, 1998; LEE et al, 1997; YULE et al, 1997; MATOVCIK et al, 1996; 
NAKANISHI etal., 1996; NATHANSON et al, 1994). Dans d'autres cas, les différents types d'IP^R 
au sein d'une même cellule ne se situent pas dans les mêmes régions cellulaires, comme 
dans les hépatocytes, les cholangiocytes, les ostéoclastes, l'épithélium de colon, l'épithélium 
non pigmenté, les cellules de l'hippocampe et les cellules endothéliales (MORIKAWA etal, 
2008; DUNCAN et al, 2007; SIEFJEDIERS etal., 2007; HIRATA etal, 2002a,b, 1999; LAFLAMME 
etal, 2002; DUFOUR et al, 1999). Les ostéoclastes illustrent bien ce phénomène puisque 
les trois isoformes d'IPsR y sont exprimées et ont une distribution semblable au niveau 
du RE. Cependant, seul l'IP3R-3 se localise en plus en périphérie de la cellule, dans les 
microdomaines d'adhésion nommés podosomes (MORIKAWA etal, 2008). La localisation 
cellulaire des IP3R est dynamique puisqu'il a été observé qu'elle pouvaient être remaniée 
dans différents contextes comme lors de la maturation d'ovocytes, lors de la différenciation 
et la polarisation des cellules épithéliales ainsi que lors de la stimulation de différents types 
cellulaires tels que les cellules musculaires lisses et les fibroblastes pulmonaires (SIEFJEDIERS 
etal, 2007; WANG etal, 2005; VERMASSEN et al, 2004b, 2003; COLOSETTI et al, 2003; GOUD 
etal, 1999; WILSON etal, 1998; MEHLMANN etal., 1996; FUJIMOTO etal, 1995; KUME etal, 
1993). 
Actuellement, les mécanismes qui permettent un déplacement ou une localisation 
précise des IP3R au sein d'une cellule sont encore méconnus. L'un des moyens possibles serait 
via l'interaction avec d'autres protéines. À ce titre, de bons candidats sont les constituants 
du cytosquelette dont quelques-uns peuvent lier l'IPaR, comme il a déjà été mentionné au 
tableau 1.2 (VERMASSEN et al, 2004b). Le cytosquelette confère à la cellule une structure qui 
peut être réorganisée dynamiquement dans certaines conditions (ETIENNE-MANNEVILLE, 
2004). 
En bref, le fait que dans de nombreux types cellulaires la distribution des IP3R ne soit 
pas uniforme dans toute la cellule, et qu'elle puisse être modifiée dans certaines conditions, 
ajoute un niveau de complexité à l'organisation de la réponse calcique due à l'activation des 
IP3R. 
1.3.3 Activation de IIP3R 
Une autre facette importante des IP3R dans l'organisation de la relâche calcique est 
leur mode d'activation. L'activité d'un IP3R est une mesure du passage du Ca2+ du RE vers le 
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cytosol. Puisque le temps durant lequel un IP3R reste ouvert est constant, l'activité dépend 
principalement de la probabilité d'ouverture du canal, c'est-à-dire de la fréquence à laquelle 
il s'ouvre et se referme (FOSKETT et al, 2007). Au niveau cellulaire où plusieurs IP3R sont 
présents, le flux d'ions de chacun des canaux ouverts en même temps s'additionne, il en 
résulte donc une relâche calcique plus rapide et intense lorsque la probabilité d'ouverture 
augmente. Les deux ligands les plus importants pour la régulation des IP3R sont IIP3 et le 
Ca2+ qui sont tous les deux requis, du côté cytosolique, pour l'ouverture (FOSKETT et al, 
2007). 
En ce qui concerne le Ca2+, de nombreuses études d'électrophysiologie ont été effec-
tuées, par reconstitution de ITP3R dans des bicouches lipidiques ou encore en implantant 
des électrodes sur des noyaux cellulaires, afin de comprendre la régulation de l'ouverture 
des IP3R par le Ca2+ (FOSKETT étal, 2007). Dans l'ensemble, ces études montrent un effet 
biphasique du Ca2+ sur l'activité de ITP3R, c'est-à-dire que l'activité est augmentée lorsque la 
concentration de Ca2+ augmente faiblement, toutefois au-delà d'une concentration de 1 pM, 
le Ca2+ inhibe l'IPSR [pour une revue complète, voir FOSKETT et al. (2007) et TAYLOR (1998)]. Il 
existe également quelques différences concernant l'activation par le Ca2+ en fonction des 
isoformes d'IP3R. Par exemple, la probabilité d'ouverture de TIP3R-3 est plus grande que 
HP3R-I pour de faibles concentrations de Ca2+ inférieures à 100 nM (MAK et al., 2001b). 
De plus, la probabilité d'ouverture de ITP3R-3, augmente beaucoup moins rapidement en 
fonction de l'augmentation de Ca2+ que celle de l'IP3R-l. En fait, l'augmentation se produit 
entre 0,1 pM et 1 pM pour l'IP3R-l alors que pour l'IP3R-3 elle survient entre 0,01 pM et 1 pM 
(FOSKETT etal., 2007; MAK etal., 2001b, 1998). Ceci pourrait se traduire physiologiquement 
par une activation préférentielle de ITP3R-3 à très faible concentration de Ca2+ alors que 
l'activation de ITP3R-I nécessiterait que la concentration de Ca2+ monte à des niveaux plus 
élevés (FOSKETT etal, 2007; MAK etal., 2001b). Pour ce qui est de l'impact physiologique de 
l'inhibition par le Ca2+, elle permet de déterminer si un signal doit se propager ou non. Par 
exemple, si l'affinité pour le Ca2+ d'un site inhibiteur est très basse, seuls les récepteurs près 
du site de relâche calcique seront inhibés. À l'inverse, si l'affinité est forte, l'effet inhibiteur se 
fait sur une distance plus grande (FOSKETT et al, 2007). Toutefois, l'activation de ITP3R est 
complexe et ne dépend pas seulement du Ca2+. 
Bien que le Ca2+ puisse activer ITP3R, plusieurs études montrent que l'IP3 doit égale-
ment être présent pour permettre son ouverture (DUFOUR etal., 1997; MARCHANT et TAYLOR, 
1997; CALLAMARAS et PARKER, 1994; MARSHALL et TAYLOR, 1993; BEZPROZVANNY etal, 1991; 
IINO, 1990). CIP3 favorise aussi l'ouverture de l'IPSR puisque des concentrations croissantes 
d'ÏP3 diminuent graduellement l'effet inhibiteur du Ca2+ (FOSKETT etal, 2007; IONESCU etal., 
2006; MAK etal., 2001b, 1998; KAFTAN etal, 1997). Ceci suggère que la liaison de l'IP3 permet 
d'atténuer l'effet inhibiteur du Ca2+ sur ITP3R (FOSKETT etal., 2007; MAK etal, 2001b). 
Le mécanisme précis qui mène à l'activation de TIP3R par la liaison du Ca2+ et de l'IP3 
n'est toujours pas élucidé. Toutefois, des études suggèrent que la liaison de ITP3 à ITP3R 
cause un changement conformationnel qui rend disponible un site de liaison pour le Ca2+ 
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(TAYLOR et al., 2004; BOSANAC et al., 2004,2002; ADKINS et TAYLOR, 1999). De plus, en terme 
de structure, une très faible concentration de Ca2+ inférieure 100 nM, en présence ou en 
absence d'IP3, induit un changement conformationnel visible en microscopie électronique 
sur la grande portion N-terminale située dans le cytosol (HAMADA et al., 2003, 2002). La 
fonction physiologique de ce changement conformationnel n'est toujours pas connue, mais 
elle pourrait contribuer à l'ouverture de IIP3R (HAMADA et al., 2003). 
Outre l'IP3 et le Ca2+, plusieurs autres éléments peuvent moduler l'activité de ITP3R 
sans toutefois être essentiels pour l'ouverture du canal. Le plus caractérisé de tous est 
probablement l'ATP qui, en liant l'IPaR, augmente son activité par un mécanisme favorisant 
son activation par le Ca2+ (MAK et al, 2001a, 1999; FERRIS et al, 1990). De plus, tel que 
mentionné précédemment, les nombreuses protéines répertoriées au tableau 1.2 (page 13) 
peuvent également moduler l'activité de ITP3R par différents mécanismes (CHOE et EHRLICH, 
2006). Un dérèglement de ces interactions avec HP3R peut mener à des dysfonctions 
cellulaires (CHOE et EHRLICH, 2006). 
Globalement, la régulation complexe de l'activité de IIP3R principalement par le Ca2+ 
et l'IP3, mais aussi par de nombreux autres éléments, est à la base de la coordination et de la 
propagation du signal calcique au sein d'une cellule. Elle permet, entre autres, la propagation 
du signal sous la forme d'une vague (FOSKETT étal, 2007). 
1.4 La vague calcique intracellulaire 
La vague calcique intracellulaire est l'augmentation successive de la concentration de 
Ca2+ d'une région à l'autre de la cellule afin de propager un signal initialement focalisé dans 
une région précise vers le restant de la cellule (DUPONT et al, 2007). Ce type de propagation 
du signal calcique a été observé autant dans les cellules excitables que dans les cellules non 
excitables et implique des mécanismes de régulation différents dans les deux cas (DUPONT 
et al, 2007; BERRIDGE, 1997b). 
En termes de mécanismes pour expliquer la propagation d'une vague de Ca2+, il 
faut exclure d'emblée la diffusion passive du Ca2+ d'une extrémité à l'autre de la cellule. 
En fait, dans un milieu aqueux ionique seulement, le Ca2+ peut diffuser à une vitesse de 
40 pm/s (CLAPHAM, 2007). Par contre, dans un milieu comme le cytosol, le Ca2+ se lie 
très rapidement à une multitude de protéines qui empêchent sa libre diffusion au sein 
de la cellule. Tout au plus, le rayon d'action du Ca2+ libéré dans le cytosol serait de 5 pm 
(ALLBRITTON etal., 1992). Par contre, l'IP3 est beaucoup plus mobile que le Ca2+ puisque le 
seul obstacle auquel il est confronté est sa dégradation par deux enzymes : riP3-kinase et la 5-
phosphomonoestérase (ALLBRITTON etal., 1992). Malgré tout, la diffusion de l'IP3 ne peut pas 
expliquer la propagation des vagues de Ca2+ qui se propagent à des vitesses de plus de 24 {im/s 
et surtout celles dont l'amplitude se maintient constante du point d'origine jusqu'au point 
d'arrivée. Dans ce dernier cas, un mécanisme d'amplification doit intervenir (ALLBRITTON 
et MEYER, 1993; ROONEY et THOMAS, 1993). Le Ca2+ relâché peut participer à ce mécanisme 
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d'amplification par son interaction avec ITP3R qui a un rôle clé dans l'organisation d'une 
vague de Ca2+. 
En effet, l'IP^R peut être un élément déterminant dans l'organisation de la vague 
calcique compte tenu de son mécanisme d'action (voir figure 1.5A). Par exemple, à faible 
concentration d'IP3, quelques IP3R isolés peuvent s'ouvrir. Comme le temps d'ouverture de 
ITP3R est court, la quantité de Ca2+ relâchée permet une action localisée sur une distance de 
1 à 6 |im (BOOTMAN et al., 2001). Ce type de relâche, nommé blip est la pierre angulaire 
de la variété de réponse de l'IPaR (PARKER et al., 1996). À concentration intermédiaire 
d'IP3, l'initiation concertée de plusieurs blips dans un groupe d'IP3R permet une relâche 
de Ca2+ toujours localisée, mais dont le rayon d'action est plus grand (BERRIDGE, 1997b). 
Ce type de réponse est défini comme étant un puff (PARKER etal., 1996). Il est estimé que 
l'ouverture de 20 à 30 IP3R est nécessaire pour produire un puff (SWILLENS et al., 1999). 
Lorsque la concentration d'IP3 est suffisante, plusieurs puffs peuvent survenir de façon 
coordonnée pour créer une vague calcique dans plusieurs types cellulaires (BERRIDGE, 
1997b). Cette propagation du signal de puff en puff est facilitée par une sensibilisation 
par le Ca2+ provenant des puffs à proximité d'un groupe d'IP-JR qui, à son tour, créera un 
nouveau puff et permettra de sensibiliser d'autres groupes d'IPsR dans le voisinage immédiat 
(BERRIDGE, 1997b; PARKER et al., 1996). Ce phénomène de relâche calcique induite par le Ca2+ 
se nomme CICR (calcium-induced calcium release) et est illustré dans un contexte cellulaire à 
la figure 1.5B. Il est à noter que le phénomène de CICR a été très bien décrit auparavant pour 
expliquer la propagation du signal calcique via le récepteur à la ryanodine dans certaines 
cellules excitables comme les cardiomyocytes (WANG etal., 2001; HONG etal., 2000; BERS et 
PEREZ-REYES, 1999; CLAPHAM, 1995; BERRIDGE, 1993; FABIATO, 1985). 
L'organisation de la réponse calcique est d'autant plus complexe que chacun des types 
cellulaires possède un ensemble d'éléments régulateurs de la concentration intracellulaire 
de Ca2+ qui lui est propre (BERRIDGE et al., 2000). Par exemple, HERNANDEZ et al. (2007) 
ont montré que dans les hépatocytes, la présence de l'IP3R-2 dans la région apicale est 
nécessaire à la propagation d'une vague calcique, alors que dans les cellules acineuses 
pancréatiques, NATHANSON et al. (1994) ont démontré que l'initiation de la vague serait 
plutôt due à la présence de l'IP3R-3. De plus, dans des cellules endothéliales en migration 
induite par l'application d'une force de cisaillement où par la blessure d'une monocouche, le 
site d'initiation de la vague de Ca2+ se positionne du côté postérieur de la cellule en migration 
(ISSHIKI etal., 2002), ce qui suggère un certain dynamisme dans l'organisation de la vague 
calcique dans ces cellules. À la lumière de cette variété d'organisation en fonction du type 
cellulaire, la régulation fine de la signalisation calcique, telle que la propagation de la vague, se 
doit d'être étudiée en fonction d'un type cellulaire précis afin de comprendre les mécanismes 
responsables d'une fonction cellulaire bien définie. 
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Figure 1.5 
Différents types de réponse calcique induits par IIP3R 
(A) À faible concentration d'IP3, la relâche de Ca2f est très localisée et est causée par l'activation d'IP3R 
isolés, elle se nomme blip. À des concentrations intermédiaires d'IP3, les IP3R d'un même groupe sont 
activés quasi simultanément. Ce type de relâche, d'une plus grande amplitude, se nomme puff. Aux 
fortes concentrations d'IP3, la relâche de Ca2+ d'un groupe d'IP3R, d'une plus grande amplitude, réussit 
à se propager dans une région adjacente et à sensibiliser les IP3R qui s'y trouvent. Ce mécanisme 
de sensibilisation séquentielle serait à la base de la propagation de la vague calcique. (B) Au niveau 
cellulaire, la production localisée d'IP3 peut engendrer une vague de Ca2+ qui se propage d'un bout à 
l'autre de la cellule. Ceci se produit par l'activation séquentielle de groupes d'IP3R qui sont sensibilisés 
par la relâche de Ca2+ des groupes adjacents plus près de la production d'IP3. Cette relâche calcique 
induite par le Ca2+ se nomme CICR. 
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1.5 Projet de recherche 
1.5.1 Problématique 
L'endothélium est une monocouche de cellules tapissant la paroi interne des vaisseaux 
sanguins. Il est maintenant évident que l'endothélium n'est pas seulement qu'une simple 
paroi passive, mais qu'il constitue un véritable organe qui sécrète de nombreuses substances 
vasoactives régissant des fonctions cardiovasculaires vitales telles que le tonus vasculaire 
et la croissance vasculaire (PRIES et KUEBLER, 2006). Ce tissu requiert la polyvalence de la 
signalisation calcique puisque plusieurs de ses fonctions dépendent de la modulation de la 
concentration intracellulaire de Ca2+ (TRAN et WATANABE, 2006). L'un des moyens utilisés 
par les cellules endothéliales pour assurer une réponse calcique efficace et spécifique est la 
propagation des signaux sous forme de vagues. En effet, il a été montré, avec des cellules 
endothéliales d'aorte de boeuf, que différentes hormones telles que l'ATP, la bradykinine 
(BK) et la thrombine provoquaient une réponse calcique se manifestant dans une région très 
précise au sein du cytosol et se propageant graduellement dans tout le cytosol sous la forme 
d'une vague (ISSHIKI etal., 2002,1998). Dans l'endothélium, le signal calcique d'une cellule 
peut également être transmis à une cellule voisine via les jonctions communicantes et ainsi 
générer une vague de Ca2+ intercellulaire (KUEBLER etal., 2002; YING etal., 1996; DEMER etal, 
1993). Ce type de vague intercellulaire nécessite la relâche de Ca2+ via IIP3R afin de pouvoir 
se propager et de permettre une communication calcique de cellule en cellule (BOITANO 
et al., 1992). En somme, une dysfonction de la signalisation calcique dépendante de l'IP3R au 
niveau des cellules endothéliales peut avoir de multiples conséquences sur les fonctions de 
l'endothélium. 
Différents mécanismes moléculaires régissant la signalisation calcique fine, telle que la 
vague de Ca2+, restent à être élucidés afin de bien comprendre les subtilités qui permettent 
une polyvalence au niveau de la réponse cellulaire dans plusieurs tissus. En ce sens, plusieurs 
études ont été réalisées dans des tissus très différents de l'endothélium afin d'identifier 
les éléments importants pour l'organisation de la vague de Ca2+. D'abord, la localisation 
préférentielle d'une isoforme précise d'IPaR du côté apical de cellules polarisées telles que des 
hépatocytes, des cellules acineuses pancréatiques et des cellules de l'épithélium pigmenté 
est importante pour l'initiation de la vague de Ca2+ (HERNANDEZ etal, 2007; NAGATA etal, 
2007; LEITE etal., 2002; HIRATA etal., 2002b, 1999). De plus, la présence de microdomaines de 
la membrane plasmique tels que les cavéoles peut également influencer la propagation de la 
vague de Ca2+ dans plusieurs types cellulaires comme les hépatocytes, les cellules musculaires 
lisses et les cellules gliales (HOTTA et al, 2007; NAGATA et al., 2007; WEERTH et al., 2007). 
Il faut également mentionner le rôle que pourrait potentiellement jouer le cytosquelette 
(microfilaments et microtubules) dans l'organisation de la vague de Ca2+ puisqu'il semble 
pouvoir moduler plusieurs aspects de la relâche de Ca2+ comme l'affinité de l'IP3R pour 
l'IP3, la localisation des IP3R et l'entrée SOC de Ca2+ (REDONDO etal, 2007; BANNAI etal., 
2004; FUKATSU etal., 2004; KORKIAMÀKI etal., 2003; BISHARA etal., 2002; WANG etal, 2002b; 
SERGEEVA etal, 2000; HOLDA et BLATTER, 1997; FUJIMOTO etal, 1995; BOURGUIGNON etal., 
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1993). Toutefois, dans l'endothélium, l'implication et l'importance de ces différents éléments 
ne sont pas connues dans le contexte de l'organisation de la vague de Ca2+. Ceci constitue 
l'objet de mon projet de recherche. 
1.5.2 Hypothèse de recherche 
Dans l'endothélium, ITP3R est responsable de la relâche de Ca2+ intracellulaire (TRAN et 
WATANABE, 2006). Les cellules endothéliales d'aorte bovine (BAEC) sont un modèle cellulaire 
d'endothélium couramment utilisé et elles expriment les trois types d'IP^R (LAFLAMME ETAL., 
2002). Ainsi, par le simple fait de leur expression, il existe une grande diversité de signaux 
calciques possibles étant donné que chacun des types d'IPaR possède certaines propriétés 
pharmacologiques qui le distingue des autres. Qui plus est, aucun des types d'IP3R ne se 
polarise d'un côté ou dans une région de ces cellules (LAFLAMME etal, 2002). Pourtant, une 
polarisation d'au moins un type d'IPsR semble être un élément important dans la propagation 
de la vague de Ca2+ dans les cellules polarisées (HERNANDEZ etal, 2007; NAGATA etal, 2007; 
LEITE etal, 2002; HIRATA etal, 2002b, 1999). L'hypothèse à la base de ce projet est que dans 
les cellules endothéliales, les IP3R jouent un rôle important dans l'organisation de la vague 
de Ca2+ et que les mécanismes qui en sont responsables sont différents de ceux observés 
dans les cellules polarisées. Ces mécanismes exploiteraient davantage la diversité des types 
d'IPaR ainsi que leurs propriétés de sensibilisation par le Ca2+ ou de modulation par des 
modifications post-traductionnelles. Ainsi, des modifications post-traductionnelles des IP3R 
connues pour moduler leur activité, telles que la phosphorylation par la PKA ou la PKC, 
pourraient également participer à l'organisation des vagues de Ca2+. La polarisation des 
récepteurs de la membrane plasmique (GPCR) dans des structures telles que les cavéoles 
pourraient aussi jouer un rôle prépondérant dans l'initiation de la vague de Ca2+. 
1.5.3 Objectifs de recherche 
Tous les objectifs visent à caractériser les éléments importants pour l'organisation de la 
mobilisation de Ca2+ intracellulaire, dans les BAEC, en portant une attention particulière au 
rôle de l'IP3R dans ce processus. 
1.5.3.1 Objectif 1 : Déterminer le profil d'expression de I'IPîR dans les BAEC 
Le niveau d'expression de chacun des IP3R varie de tissu en tissu. Cet objectif vise 
à identifier les isoformes d'IP3R qui sont présentes dans les BAEC en plus d'obtenir de 
l'information sur leur organisation au sein des cellules. Ces données seront utilisées afin de 
mieux comprendre le profil de relâche de Ca2+ des BAEC en réponse à différentes hormones 
en plus de servir de base pour identifier des similarités ou des différences avec des cellules 
provenant d'autres tissus. 
1.5.3.2 Objectif 2 : Caractériser le profil de relâche calcique typique et y vérifier l'implica-
tion de riP3R 
Chaque hormone qui utilise la signalisation calcique possède un signalosome unique 
qui est responsable de sa spécificité de réponse. Pour identifier quels sont les éléments 
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importants pour l'organisation de la réponse calcique dépendante de l'IP^R, il est nécessaire 
de caractériser le signal typique des BAEC en réponse à différentes hormones qui mènent 
à l'activation de l'IPsR. Ainsi, il est possible de déterminer si un élément important est 
spécifique à une hormone ou à la signalisation calcique en général. À cet effet, nous utiliserons 
deux médiateurs, l'ATP et la BK, qui induisent une réponse calcique intracellulaire dans 
les BAEC et qui serviront de référence lors de différentes expériences. La caractérisation 
se fera en mesurant l'intensité et la fréquence de l'augmentation de la concentration de 
Ca2+ dans différentes régions intracellulaires des BAEC ainsi que la vitesse de propagation 
du Ca2+ d'une région à l'autre. Un autre objectif qui devra également être atteint lors de 
cette caractérisation est de déterminer si la présence du Ca2+ à l'extérieur de la cellule est 
nécessaire à la propagation des vagues de Ca2+. Ceci permettra de déterminer si seuls les IP3R 
sont capables d'organiser des vagues de Ca2+ ou bien si l'entrée de Ca2+ y est essentielle. 
1.5.3.3 Objectif 3: Vérifier l'importance de l'intégrité des cavéoles et du cytosquelette 
pour l'organisation de la relâche calcique 
Cet objectif comporte deux volets. D'abord, il vise à déterminer si les cavéoles, micro-
domaines de la membrane plasmique, participent à l'organisation de la propagation du Ca2+ 
intracellulaire dans les BAEC. Les cavéoles sont importantes dans l'organisation du signal 
calcique dans plusieurs types cellulaires et pourraient également jouer un rôle important 
dans les BAEC. Un autre volet vise à identifier si la structure du cytosquelette de la cellule 
contribue aussi à l'organisation de la relâche de Ca2+. Des composantes du cytosquelette 
sont connues pour interagir avec différents éléments de la signalisation calcique dont ITP3R. 
Le cytosquelette a aussi une importance cruciale dans plusieurs fonctions endothéliales (Su 
etal., 2005; LEE et GOTLIEB, 2003). Il pourrait donc jouer un rôle clé dans l'organisation du 
signal calcique dans les cellules endothéliales. 
1.5.3.4 Objectif 4 : Mesurer la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ et vérifier si elle 
est modulable 
De nombreux types de cellules, provenant de l'humain ou d'autres espèces, mobilisent 
le Ca2+ intracellulaire par la propagation d'une vague de Ca2+. Plusieurs groupes de recherche 
ont observé des vitesses de propagation de vagues de Ca2+ différentes selon le type cellulaire 
(JAFFE, 2002). Cet objectif vise à caractériser l'aspect de la propagation de la vague de Ca2+ 
dans les BAEC. La vitesse de propagation des vagues de Ca2+ sera mesurée dans plusieurs 
cellules d'une population de BAEC suite à une stimulation à l'ATP ou à la BK. Nous vérifierons 
si la vitesse de propagation est constante dans différentes régions au sein d'une même cellule 
et aussi de cellules en cellules. Nous vérifierons également si la vitesse de propagation des 
vagues de Ca2+ peut être affectée par la modulation de l'activité de l'IPaR par différentes 
kinases. 
MATÉRIEL ET MÉTHODES 
2.1 Matériel 
Le matériel utilisé pour ce travail est répertorié au tableau 2.1. Ce tableau spécifie égale-
ment la provenance de chacun des produits. En ce qui concerne les appareils de laboratoire 
et les logiciels, leur provenance est spécifiée directement dans le texte de description des 
méthodes. 
2.2 Méthodes 
Cette section décrit les différents protocoles utilisés durant la partie expérimentale de 
ce travail. 
2.2.1 Culture des cellules endothéliales 
Les cellules endothéliales d'aorte de bœuf (BAEC) ont été isolées à partir d'aortes 
de bœufs fraîches provenant d'un abattoir de la région (BRIAND et al., 1999). Brièvement, 
les aortes ont été extraites et lavées immédiatement avec un tampon phosphate salin 
(3,5 mM NaH2P04, 16,5mM Na2HP04, ImM CaCl2, ImM MgCl2, 3,5 mM KC1 et 135 mM 
NaCl, pH 7,4) maintenu dans la glace. Dans un environnement stérile, les aortes ont ensuite 
été débarrassées de leur tissu conjonctif, ouvertes longitudinalement et fixées sur une 
plaque, en plaçant l'intima vers le haut. La monocouche endothéliale a ensuite été recueillie 
délicatement à l'aide d'un grattoir et digérée durant 15 min à 37 °C dans 30 ml de milieu 
M199 (27 mM NaHC03,100 U/ml pénicilline, 0,1 mg/ml streptomycine, 2,5 pg/ml fungizone, 
1 mg/ml collagénase et 25 mM HEPES, pH 7,4). Le tout a ensuite été centrifugé à 500 x 
g durant 10 min et les cellules ont été resuspendues dans 6 ml de milieu DMEM faible 
en glucose, supplémenté de 10 % FBS, 50 U/ml pénicilline, 60 pg/ml streptomycine, 2 mM 
L-glutamine et 7,5% NaHC(>3. Les cellules ont ensuite été maintenues en culture dans 
un incubateur à 37 °C dans une atmosphère humide contenant 95% d'air et 5% C02. Le 
phénotype endothélial a ensuite été confirmé par la capacité des cellules à incorporer les 
lipoprotéines de faible densité acétylées et marquées à la fluorescence. Il a été démontré que 
les BAEC conservaient leur phénotype endothélial sur une période d'au moins 40 passages 
(DUTHU et SMITH, 1980; SCHWARTZ, 1978). Pour cette étude, les cellules ont été utilisées entre 
les passages 5 et 25. 
2.2.2 Lyse des cellules et solubilisation des protéines 
Les cellules ont été débarrassées de leur milieu de culture et lavées deux fois avec 
un tampon phosphate salin conservé dans la glace. Les cellules ont ensuite été lysées et les 
protéines solubilisées dans un tampon (50 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 1 % (v/v) Triton X-100, 
1 mM EDTA, pH 7,4) supplémenté d'inhibiteurs de protéases Complété™ pendant 30 min sur 
la glace. Le matériel insoluble a été précipité par centrifugation à 10 000 x g durant 15 min à 
4 °C. Les lysats ont été conservés à —80 °C jusqu'à utilisation. 
25 
Tableau 2.1 
Liste du matériel utilisé 
Produit Fabriquant 
Acrylamide Bio-Rad (Mississauga, ON) 
ATP Sigma-Aldrich (Oakville, ON) 
Billes d'agarose couplées aux protéines A/G Santa Cruz Technology (Santa Cruz, CA) 
Bleu de Coomassie Bio-Rad 
Bradykinine Sigma-Aldrich 
BSA Sigma-Aldrich 
Colchicine Sigma-Aldrich 
DMEM Gibco (Gaithersburg, MD) 
DMSO Fisher Chemical (Ottawa, ON) 
ECL Perkin Elmer 
EGTA Sigma-Aldrich 
EDTA Sigma-Aldrich 
Fura2-AM Calbiochem (San Diego, CA) 
Inhibiteur de protéases (Complété™) Roche Biochemical (Laval, QC) 
Forskoline Sigma-Aldrich 
Latrunculine B Sigma-Aldrich 
Méthyl-p-cyclodextrine Sigma-Aldrich 
Nitrocellulose Hybond Bio-Rad 
Pénicilline / streptomycine / glutamine Gibco 
PMA Calbiochem 
Réactif de Bradford Bio-Rad 
Rapamycine USBiological (Swampscott, MA) 
SDS Bio-Rad 
Sels (NaCl, KC1, MgCl2, etc.) Sigma-Aldrich 
Standards de poids moléculaire Bio-Rad 
TEMED Bio-Rad 
Tris-HCl Sigma-Aldrich 
Triton X-100 Sigma-Aldrich 
Tvveen 20 Sigma-Aldrich 
2.2.3 Dosage des protéines 
Une estimation de la concentration protéique au sein des différents lysats cellulaires a 
été faite par un dosage colorimétrique tel que décrit par BRADFORD (1976). Brièvement, 3 pi 
d'échantillon ont été ajoutés à un volume d'eau afin d'avoir 800 pl au total. Ensuite, 200 pl de 
réactif de Bradford ont été ajoutés à ce volume et le tout a été bien mélangé. L'intensité de la 
coloration a été évaluée par spectrophotométrie à une longueur d'onde de 500 nm. Ceci a 
permis d'évaluer la concentration protéique par comparaison avec une courbe d'étalonnage 
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obtenue avec de l'albumine sérique bovine dans les mêmes conditions. Cette courbe est 
linéaire entre 0 et 25 pg de protéines. 
2.2.4 Immunoprécipitation de l'IPaR 
Un lysat de BAEC, pour lequel les protéines ont été solubilisées au Triton X-100 ( 1 ml), a 
été incubé pendant 16 h à 4 °C sur un support rotatif en présence d'un anticorps spécifique à 
l'une des isoformes de l'IPaR. L'anticorps de lapin anti-IPaR-l (dilution 1/1 000) dirigé contre 
un épitope de la partie C-terminale de l'IP3R-l provient de chez Affinity Bioreagent (Golden, 
CO). L'anticorps de lapin anti-IP3R-2 (5 pg), un anticorps dirigé contre un épitope de la partie 
C-terminale de IIP3R-2, a été conçu dans notre laboratoire et ne reconnaît pas ITP3R-I et 
TIP3R-3 (POITRAS etal., 2000). L'anticorps de souris anti-IP3R-3 (dilution 1/1 000), dirigé 
contre un épitope dans la partie N-terminale de ITP3R-3, provient de chez BD Biosciences 
Transduction Laboratories (Mississauga, ON). Il a été démontré que l'anticorps contre ITP3R-1 
et ITP3R-3 sont spécifiques et ne reconnaissent pas les autres isoformes (MENDES etal, 2005; 
BLONDEL etal, 1994, 1993). Après l'incubation de 16h, 30 pl de billes d'agarose couplées 
aux protéines A et G ont été ajoutées et les échantillons ont été incubés pendant 1 h. Les 
échantillons ont ensuite été centrifugés pendant 2 min à 15 000 x g à 4 °C, après quoi le 
surnageant a été retiré par aspiration. Enfin, les protéines ont été libérées des billes en les 
solubilisant dans 30 pl de tampon de Laemmli (LAEMMLI, 1970) contenant 62,5 mM Tris-HCl 
pH 6,8,10 % (v/v) glycérol, 2 % (p/v) SDS, 5 % (v/v) {3-mercaptoéthanol et 0,006 25 % (p/v) 
bleu de bromophénol. 
2.2.5 Séparation par SDS-PAGE et immunobuvardage 
Les échantillons provenant d'un lysat ont été préparés de façon à contenir 15 pg de 
protéines dans le tampon de Laemmli. Dépendamment de la masse moléculaire des protéines 
à séparer, différents pourcentages d'acrylamide ont été utilisés pour les gels de séparation de 
1,5 mm d'épaisseur. Pour TIP3R, qui possède une masse moléculaire d'environ 260 kDa, le gel 
contenait 6% (p/v) acrylamide en plus de 0,375 M Tris-HCl pH 8,8, 0,1 % SDS, 0,05 % (p/v) 
persulfate d'ammonium (APS) et 0,5pl/ml N, N, N', N'-tétraméthylènediamine (TEMED). 
Le gel d'entassement contient 4% (p/v) acrylamide, 0,125 M Tris-HCl pH 6,8, 0,1 % (p/v) 
SDS, 0,05 % (p/v) APS et 1,0 pl/ml TEMED. Pour séparer les protéines, on a utilisé le système 
Mini-protean II (Bio-Rad, Mississauga, Ontario). La migration a été faite sous une différence 
de potentiel de 160 V dans un tampon d'électrode, composé de 192 mM glycine, 20 mM Tris 
pH 8,3 et 0,1 % SDS, jusqu'à ce que le front de migration sorte du gel. Il est à noter que la 
solution d'acrylamide est un mélange d'acrylamide et de bis-acrylamide dans la proportion 
suivante : 97,3:2,7 (acrylamide:bis-acrylamide). 
Après la migration, les protéines ont été transférées sur une membrane de polyviny-
lidène difluorure (PVDF) ayant une porosité de 0,45 pm. En bref, les membranes ont été 
trempées dans le méthanol pendant 1 min, puis dans l'eau pendant 5 min, avant d'être 
transférées, tout comme les gels, dans le tampon de transfert composé de 96 mM glycine, 
10 mM Tris pH 8,3, 20 % méthanol et 0,01 % SDS. Le transfert a été fait dans le tampon de 
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transfert à l'aide du Mini Trans-Blot Cell (Bio-Rad, Mississauga, Ontario) pendant 90 min 
à une différence de potentiel de 100 V. Les membranes ont ensuite été incubées dans une 
solution de Tris salin (TBS) contenant 150 mM NaCl, 20 mM Tris pH 7,5, 0,1 % (v/v) Ttoeen 20 
et 3 % BSA pendant 18 h à 4 °C afin de bloquer les sites non spécifiques. 
2.2.6 Immunodétection des protéines 
Après avoir bloqué les sites non spécifiques, les membranes de PVDF ont été lavées 
trois fois, pendant 15 min, dans la solution TBS-Tween contenant 150 mM NaCl, 20 mM Tris 
pH 7,5 et 0,1 % Tween 20. Elles ont ensuite été incubées pendant 1 h, à la température de la 
pièce, dans une solution TBS-Tween contenant 3 % BSA, 0,05 % (p/v) de NaN3 et un anticorps 
spécifique dilué 1000 fois. Après cette incubation, une autre série de lavages a été faite comme 
précédemment, avant d'ajouter l'anticorps secondaire conjugué à la péroxydase de raifort, 
dilué 10 000 fois dans le TBS-Tween, pour une période de 60 min, à la température de la pièce. 
Une autre série de lavages a été nécessaire afin de se départir complètement des anticorps 
non liés. Les membranes ont ensuite été baignées dans le substrat ECL (Amersham, Oakville, 
Ontario) pendant 1 min avant de les accoler à un film radiologique Kodak™ Biomax® 
(Amersham, Oakville, Ontario). Les films ont ensuite été numérisés au format tiff (Tagged 
Image File Format) sans algorithme de compression à une résolution de 600 dpi à l'aide d'un 
numériseur de marque Epson Perfection V700 Photo (Epson Canada Ltd, Toronto, Ontario). 
Enfin, les masses moléculaires des protéines ont été évaluées en utilisant les standards de 
Bio-Rad (Broad Range). 
2.2.7 Vidéomicroscopie 
2.2.7.1 Préparation des lamelles 
Les BAEC ont été distribuées sur des lamelles de verre (grade numéro 1) puis cultivées 
dans le milieu de culture pour une période de 42 h à 48 h dans les conditions de culture 
cellulaire (se référer à la section 2.2.1, page 24). Pour la vidéomicroscopie, les lamelles ont 
d'abord été rincées avec du HBSS (Hank's Buffered Sait Solution : 120 mM NaCl, 5,3 mM KC1, 
0,8 mM MgS04,5 mM Glucose, 20 mM HEPES, 1,8 mM CaCl2, pH 7,4) puis incubées pendant 
20 min, dans le noir et à la température ambiante, dans le tampon HBSS additionné de 0,4 pM 
Fura2-AM. Après un lavage, les cellules ont été incubées pendant 20 min dans le tampon 
HBSS pour permettre la déestérification de la sonde Fura2-AM, après quoi les lamelles ont été 
montées dans une chambre circulaire en téflon et placées sur la plateforme d'un microscope. 
Deux microscopes ont été utilisés. Le premier est un microscope inverse Cari Zeiss Axiovert 
branché a un système de photométrie et d'imagerie digitale Attofluor (Attofluor Inc, Rockville, 
MD). Le second, plus récent, est un microscope inverse Olympus 1X71 branché a un système 
de photométrie et d'imagerie digitale MetaFluor (Olympus Canada, Markham, ON). Des 
cellules ont été sélectionnées et leur concentration cytosolique de Ca2+ a été évaluée par 
vidéomicroscopie à fluorescence à la température de la pièce. Le tout a été fait en excitant en 
alternance le Fura2-AM à des longueurs d'ondes de 334 nm et 380 nm et en enregistrant la 
fluorescence émise à 510 nm. 
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2.2.7.2 Acquisition des images avec le système Attofluor 
La fluorescence émise 510 nm a d'abord été captée par une caméra vidéo CCD Attofluor 
(512x480 pixels) et digitalisée au moyen du logiciel Ration-Vision version 6.0 (Attofluor Inc, 
Rockville, MD). Le ratio de fluorescence émise à la longueur d'onde d'excitation de 334 nm 
par rapport à celle émise à la longueur d'onde d'excitation à 380 nm (ff^) a été calculé et 
sauvegardé au format tiff (512x480 pixels) en 256 niveaux de gris de façon à conserver la 
localisation du signal. La fréquence maximale d'acquisition des images est d'une image 
toutes les 0,8 s. 
2.2.7.3 Acquisition des images avec le système Olympus 
La fluorescence émise à 510 nm a d'abord été captée par une caméra vidéo EMCCD 
Evolve® de Photometrics™ (512x512 pixels de 16|imx 16 jam) et digitalisée au moyen de 
logiciel MetaFluor version 7.5.6.0 (Olympus Canada, Markham, ON). Le ratio de fluorescence 
émise par une excitation à 334 nm par rapport à celle émise par une excitation à 380 nm (f§|^) 
a été calculé et sauvegardé au format tiff (512 x 512 pixels) en 256 niveaux de gris de façon à 
conserver la localisation du signal. La fréquence maximale d'acquisition des images utilisées 
est d'une image tous les 0,16 s. 
2.2.7.4 Calcul de la concentration en Ca2+ 
La concentration en Ca2+ a été évaluée selon la méthode de GRYNKIEWICZ et al. (1985) 
en utilisant l'équation 2.1. Dans cette équation, Kd est l'affinité du Fura2-AM pour le Ca2+ 
(224 nM), R est le ratio obtenu expérimentalement, Rmax est le ratio obtenue en 
condition saturée en Ca2+ (10 mM) alors que Rmin est le ratio obtenu en présence du chélateur 
EGTA (10 mM). Finalement, 5/2 est la fluorescence obtenue en absence de Ca2+ à 380 nm et 
Sb2 est la fluorescence obtenue en condition saturée en Ca2+ (10 mM) également à 380 nm. 
Afin de calculer la concentration en Ca2+ d'une région cellulaire précise à partir d'une 
série d'images du ratio le logiciel ImageMagick® a été utilisé via un script informatique 
permettant d'automatiser le processus. Le code source du script informatique, que nous 
avons conçu, est détaillé à l'annexe A. 
2.2.7.5 Pseudo-coloration des images 
Afin de bien discerner les variations de la concentration en Ca2+, une échelle de couleur 
comportant 256 nuances a été utilisée. La concentration en Ca2+ de chacun des pixels 
de l'image ratio a été calculée, tel que décrit à la section 2.2.7.4, et le niveau de gris 
chacun de ces pixels a été remplacée par la couleur correspondant à la concentration en Ca2+. 
Encore une fois, le logiciel ImageMagick® a été utilisé via un script informatique permettant 
d'automatiser le processus. Les paramètres de l'échelle de couleurs utilisée et le code source 
mm (2.1) 
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du script informatique que nous avons conçu sont détaillés à l'annexe B. La vidéomicroscopie 
est résumée à la figure 2.1. 
2.2.7.6 Calcul de la vitesse de propagation de la vagues de Ca2+ 
Pour calculer la vitesse de propagation de la vague calcique, deux régions cellulaires 
doivent être sélectionnées, dans l'axe de migration de la vague. Dans ces deux régions, la 
concentration en Ca2+ est ensuite mesurée tel que décrit à la section 2.2.7.4. La distance entre 
les deux régions (exprimée en pm) est ensuite divisée par le temps requis pour passer de 
50 % de l'amplitude maximale dans la première région sélectionnée à 50 % de l'amplitude 
maximale dans la deuxième région sélectionnée. Nous avons conçu un script informatique 
afin d'automatiser les calculs. Le code source du script informatique est détaillé à l'annexe C. 
Il est à noter que la liaison du Fura2-AM au Ca2+ atteint l'équilibre en moins de 10 ms pour 
des concentrations de Ca2+ entre 100 et 1000 nM (CANNELL et CODY, 2006; JACKSON et al., 
1987). Ce temps est négligeable par rapport à l'acquisition des données qui s'effectue sur une 
période de temps supérieure à 160 ms. 
2.2.8 Analyse statistique 
Lorsque des résultats moyens sont utilisés, ils sont exprimés sous la forme de moyenne 
± écart-type. Les moyennes sont calculées en utilisant les résultats d'au moins trois ex-
périences indépendantes. Les données ont été analysées par une ANOVA à un critère 
suivie d'une comparaison multiple de Dunnett. Les résultats significatifs dans un niveau de 
confiance de 95 % (p < 0,05) sont identifiés par une étoile (*) directement sur les figures. 
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Figure 2.1 
La vidéomicroscopie 
(A) Les cellules contenant la sonde Fura2-AM ont été excitées en alternance à des longueurs d'onde 
de 334 nm et 380 nm. La fluorescence émise à 510 nm est ensuite captée par une caméra vidéo 
CCD/EMCCD et digitalisée au moyen d'un logiciel. Le ratio de fluorescence émise par une excitation à 
334 nm par rapport à celle émise par une excitation à 380 nm (^ai) est calculé et sauvegardé en image 
tiff ayant 256 niveaux de gris, de façon à conserver la localisation du signal. (B) Deux images ratio 
d'une même BAEC, l'une au moment d'une stimulation avec 200 nM ATP et l'autre 6 s plus tard. À 
partir de ces images ratio, il est possible de colorer l'image, en fonction de la concentration en Ca2+, 
en remplaçant chacun des pixels de l'image ratio par la couleur qui correspond à la concentration 
sur échelle de 256 couleurs. Il est aussi possible, en fonction du temps, de mesurer la concentration 
de Ca2+ dans des régions précises des cellules. II suffit de sélectionner des régions et d'y calculer la 
concentration en Ca2+ correspondante sur une séquence d'images. Plus de détails concernant les 
calculs sont disponibles à la section 2.2.7.4. 
RÉSULTATS 
3.1 Expression des isoformes d'IP3R dans les BAEC 
Afin de déterminer quelles isoformes d'IPaR sont exprimées dans notre population de 
BAEC, une approche d'immunoprécipitation a été employée. Chacun des trois anticorps 
utilisés reconnaît un épitope spécifique à la portion C-terminale d'une seule des trois 
isoformes d'IPaR. L'avantage de cette méthode est que les tétramères d'IP3R restent intacts 
lorsque les cellules sont lysées avec 1 % Triton X-100 (DA FONSECA et al., 2003). Ainsi, il est 
possible d'obtenir de l'information sur la composition des tétramères d'IP3R. La figure 3.1 
montre que les trois isoformes d'IP3R sont exprimées dans les BAEC. LIP3R-3 est plus 
difficilement détectable, ce qui suggère qu'il est moins abondant que ITP3R-I et l'IP3R-2, 
sachant que l'anticorps spécifique utilisé pour le détecter génère un bon signal. Par contre, 
l'utilisation d'anticorps différents ne nous permet pas de calculer la proportion dans laquelle 
s'exprime chacune des isoformes sans calibrer nos anticorps (TAYLOR et al., 1999). De plus, 
la figure 3.1 révèle que chacune des isoformes d'IPaR co-immunoprécipite, en moindre 
proportion, avec les autres isoformes d'IP3R. En somme, ces résultats indiquent que les trois 
isoformes d'IPaR sont exprimées dans les BAEC et qu'ils s'assemblent principalement, mais 
pas exclusivement, en homotétramères. 
3.2 Configuration de la réponse calcique induite par l'ATP et la bradykinine 
L'ATP et la Bradykinine (BK) induisent une mobilisation de Ca2+ dans les BAEC par un 
mécanisme impliquant l'activation de la PLC. Cette mobilisation de Ca2+ a été mesurée en 
temps réel simultanément dans plusieurs régions d'une même cellule (figure 3.2). Lorsque les 
BAEC ont été stimulées avec 200 nM ATR des augmentations de Ca2+ intracellulaires se situant 
entre 150 nM et 300 nM ont été observées, dépendamment de la région cellulaire mesurée 
(figure 3.2A-C). La concentration de Ca2+ est ensuite redescendue graduellement vers le 
niveau basai pour, par la suite, produire une série d'oscillations de plus faibles amplitudes, 
de l'ordre du 50 nM à 150 nM (figure 3.2A-C). Lors de chacune des oscillations, le Ca2+ se 
propage comme une vague en augmentant d'abord dans une région restreinte en bordure de 
la cellule et se propagent graduellement dans tout le cytosol pour atteindre l'autre extrémité 
de la cellule (figure 3.2D-F). Il a aussi été observé que l'amplitude de la vague de Ca2+ tendait à 
diminuer à mesure qu'elle s'éloignait de son point d'initiation. Ce phénomène est bien illustré 
à la figure figure 3.2E. Lorsque les BAEC ont été stimulées avec 100 nM BK, la mobilisation de 
Ca2+ fut similaire à celle induite avec 200 nM ATP, avec une amplitude se situant entre 150 nM 
et 300 nM (figure 3.2G-H). Cependant, dans le cas de la BK, le retour vers le niveau basai de 
Ca2+ s'est fait globalement plus lentement et aucune oscillation n'a été observée au cours 
de la période de temps mesurée (figure 3.2H). Fait intéressant, tout comme pour l'ATP, le 
Ca2+ a augmenté d'abord dans une région restreinte en bordure de la cellule et s'est propagé 
graduellement dans tout le cytosol pour atteindre l'autre extrémité de la cellule (figure 3.2I-J). 
Également, l'amplitude de la vague de Ca2+ induite par la BK tendait à diminuer à mesure 
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Figure 3.1 
Les BAEC expriment les trois isoformes d'IPaR 
Les BAEC ont été lysées dans 1 % Triton X-100 et le lysat résultant séparé en trois échantillons 
identiques. Pour chacun des échantillons, l'IP3R a été immunoprécipité avec un anticorps anti-
IP3R spécifique à l'une des trois isoformes. Les complexes immuns ont ensuite été séparés sur gel 
SDS-PAGE, transférés sur une membrane PVDF et immunodétectés avec les trois anticorps anti-IPaR 
spécifiques à l'une des isoformes. Les résultats sont représentatifs de trois expériences distinctes 
utilisant une préparation de cellules différentes. 
qu'elle s'éloignait de son point d'initiation (figure 3.21). Ces résultats indiquent que, dans les 
BAEC, l'ATP et la BK induisent tous les deux une mobilisation de Ca2+ hautement organisée 
en fonction du temps et de la région cellulaire. Elle est caractérisée par la génération d'une 
vague de Ca2+ unique dans le cas de la BK et de vagues répétitives dans le cas de l'ATE 
3.3 Importance de PIP3R pour la vague de Ca2+ intracellulaire 
Afin de déterminer si le Ca2+ extracellulaire est nécessaire à la propagation de la 
vague de Ca2+ dans les BAEC, le même type d'expérience a été fait en utilisant un milieu 
extracellulaire dans lequel le Ca2+ est absent. Ainsi, la mobilisation calcique cellulaire est 
exclusivement produite via l'IPaR en utilisant les réserves de Ca2+ intracellulaires. Lorsque 
les BAEC ont été stimulées avec 200 nM ATP, l'augmentation de Ca2+ intracellulaire se situait 
typiquement entre 150 nM et 300 nM, selon la région cellulaire mesurée (figure 3.3A-B). 
Tout comme en présence de Ca2+ extracellulaire, le Ca2+ se propage comme une vague, 
augmentant d'abord dans une région restreinte au pourtour de la cellule et se propagent 
graduellement dans tout le cytosol pour atteindre l'autre extrémité de la cellule (figure 3.3C-
D). Par contre, en absence de Ca2+ extracellulaire, la réponse typique produite par 200 nM 
ATP n'était pas de type oscillatoire. Toujours en absence de Ca2+ extracellulaire, lorsque les 
BAEC ont été stimulées avec 100 nM BK, la mobilisation de Ca2+ fut similaire à celle induite 
par l'ATP dans les mêmes conditions, c'est-à-dire que l'amplitude se situait entre 150 nM et 
300 nM et qu'il y avait production d'une vague émanant d'une région restreinte de la cellule 
et se propageant graduellement dans l'ensemble du cytosol. (figure 3.3E-H). Aussi, il est à 
noter que le niveau de Ca2+ retourne plus rapidement au niveau basai que lorsque le Ca2+ 
extracellulaire est présent (figure 3.3F). Ceci suggère que la BK est un bon activateur d'une 
signalisation permettant l'entrée de Ca2+ dans les BAEC. Ces résultats indiquent que l'IPaR 
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Figure 3.2 
L'ATP et la BK induisent une vague de Ca2+ dans les BAEC 
(A) Séquence d'images, dans le temps, d'une BAEC pseudocolorée en fonction de la concentration 
en Ca2+, montrant des oscillations typiques résultant d'une stimulation avec 200 nM ATP (à 0 s). (Q 
Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel dans différentes régions cellulaires comme indiqué 
en B par les carrés blancs. (D et E) Agrandissement de l'échelle du temps montrant deux vagues de 
Ca2+ identifiées par des rectangles en C. (F) Images pseudocolorées montrant la propagation de la 
vague de Ca2+ du panneau D. (H) Mesure de la concentration de Ca2f en temps réel dans différentes 
régions cellulaires d'une cellule stimulée avec 100 nM BK, comme indiqué en G par les carrés blancs. 
(I) Agrandissement de l'échelle du temps montrant une vague de Ca2+ identifiée par le rectangle au 
panneau H. (J) Images pseudocolorées montrant la propagation de la vague de Ca2+ du panneau D. 
Les résultats sont représentatifs d'au moins 18 cellules différentes de trois expériences indépendantes. 
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Figure 3.3 
L'ATP et la BK induisent une vague de Ca2+ en absence de Ca2+ extracellulaire 
(B) Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel dans différentes régions cellulaires, comme 
indiqué en A par les carrés blancs, d'une BAEC stimulée avec 200 nM ATP (à 0 s) en absence de Ca2+ 
extracellulaire. (C) Agrandissement de l'échelle du temps montrant la vague de Ca2+ identifiée par le 
rectangle au panneau B. (D) Images pseudocolorées montrant la propagation de la vague de Ca2+ du 
panneau D. (E) Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel dans différentes régions cellulaires 
d'une cellule stimulée avec 100 nM BK, comme indiqué en E par les carrés blancs. (G) Agrandissement 
de l'échelle du temps montrant une vague de Ca2+ identifiée par le rectangle au panneau F. (H) 
Images pseudocolorées montrant la propagation de la vague de Ca2+ du panneau D. Les résultats sont 
représentatifs d'au moins 15 cellules différentes de trois expériences indépendantes. 
est responsable de l'initiation et de la propagation de vagues de Ca2+ dans les BAEC. Qui plus 
est, ces conditions expérimentales permettent de se concentrer uniquement sur la vague de 
Ca2+ induite par IIP3R en éliminant toute la complexité ajoutée par les multiples mécanismes 
d'entrée de Ca2+ dans la cellule. 
3.4 Les cavéoles et la vague de Ca2+ intracellulaire 
Dans les cellules endothéliales, il a été proposé que les cavéoles puissent être un 
des éléments importants pour l'organisation des vagues de Ca2+ intracellulaires (ISSHIKI 
et ANDERSON, 1999). Puisque le site d'initiation des vagues de Ca2+ se trouve aux abords de la 
membrane plasmique, il est pertinent de vérifier si l'intégrité des cavéoles est essentielle à 
l'organisation de ces vagues de Ca2+. Pour ce faire, les BAEC ont été préalablement traitées 
pendant 1 h avec 10 mM méthyl-3-cyclodextrine, conditions dans lesquelles les cavéoles sont 
détruites par déplétion en cholestérol (CASTAGNE et al., 2010; SMART et ANDERSON, 2002). 
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Figure 3.4 
La destruction des cavéoles n'empêche pas l'initiation et la propagation de la vague de Ca2+ 
Les BAEC sont préalablement traitées durant 1 h avec lOmM méthyl-|3-cyclodextrine avant d'être 
stimulée avec 200 nM ATP (à 0 s) en absence de Ca2+ extracellulaire. (B) Mesure de la concentration de 
Ca2+ en temps réel dans différentes régions cellulaires, comme indiqué en A par les carrés blancs (C) 
Agrandissement de l'échelle du temps montrant la vague de Ca2+ identifiée par le rectangle au panneau 
B. (D) Images pseudocolorées montrant la propagation de la vague de Ca2+ du panneau D. (E) Mesure 
de la concentration de Ca2+ en temps réel dans différentes régions cellulaires d'une cellule stimulée 
avec 100 nM BK, comme indiqué en E par les carrés blancs. (G) Agrandissement de l'échelle du temps 
montrant une vague de Ca2+ identifiée par le rectangle au panneau E (H) Images pseudocolorées 
montrant la propagation de la vague de Ca2+ du panneau D. Les résultats sont représentatifs d'au 
moins 17 cellules différentes de trois expériences indépendantes. 
Dans ces conditions, et en absence de Ca2+ extracellulaire, une stimulation avec 200 nM 
ATP a typiquement produit une relâche de Ca2+ dont l'amplitude se situait entre 150 nM 
et 300 nM, selon de la région cellulaire mesurée (figure 3.4A-B). Tel que décrit auparavant, 
le Ca2+ augmente d'abord dans une région précise au pourtour de la cellule et se propage 
graduellement dans tout le cytosol pour atteindre l'autre extrémité de la cellule, comme une 
vague (figure 3.4C-D). Également, chez les BAEC dont les cavéoles ont été détruites, la BK 
(100 nM) a produit le même type de réponse calcique que l'ATP (figure 3.4E-H). Ces résultats 
montrent que l'intégrité des cavéoles n'est pas nécessaire pour initier et propager une vague 
de Ca2+ dans les BAEC. 
3.5 Le cytosquelette et l'organisation de la vague de Ca2 f 
Étant donné que plusieurs composantes du cytosquelette peuvent influencer la si-
gnalisation calcique, le rôle du cytosquelette dans l'initiation et la propagation de la vague 
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Figure 3.5 
La dépolymérisation des microfilaments empêche la propagation de la vague de Ca2+ 
Les BAEC sont préalablement traitées durant 1 h avec 1 pM LatB pour dépolymériser les microfi-
laments. Elle ont ensuite été stimulées avec 200 nM ATP (à 0 s) en absence de Ca2+ extracellulaire. 
(B) Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel dans différentes régions cellulaires, comme 
indiqué en A par les carrés blancs (C) Agrandissement de l'échelle du temps montrant l'élévation du 
Ca2+ intracellulaire identifiée par le rectangle au panneau B. (D) Images pseudocolorées montrant 
l'élévation du Ca2+ intracellulaire du panneau D. (E) Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel 
dans différentes régions cellulaires d'une cellule stimulée avec 100 nM BK, comme indiqué en E par les 
carrés blancs. (G) Agrandissement de l'échelle du temps montrant l'élévation du Ca2+ intracellulaire 
identifiée par le rectangle au panneau F. (H) Images pseudocolorées montrant l'élévation du Ca2+ 
intracellulaire du panneau D: Les résultats sont représentatifs d'au moins 17 cellules différentes de 
trois expériences indépendantes. 
de Ca2+ dépendante de HP3R a été évalué. Pour vérifier l'implication des microfïlaments 
d'actine, ceux-ci ont été dépolymérisés par un traitement pendent 1 h avec 1 pM latrunculine 
B (LatB). La première observation qui a été faite suite à ce traitement est que les BAEC 
montraient une forme arrondie atypique, très différente de celle des cellules n'ayant pas subi 
le traitement (figure 3.5A,E). Dans les mêmes conditions, en absence de Ca2+ extracelJulaire, 
une stimulation avec 200 nM ATP a typiquement produit une relâche de Ca2+ dont l'amplitude 
se situait entre 150 nM et 300 nM, selon la région cellulaire mesurée (figure 3.5A-B). Toutefois, 
l'augmentation de Ca2+ s'est faite simultanément dans toutes les régions mesurées à l'in-
térieur d'une même BAEC (figure 3.5C-D). Dans les mêmes conditions, dans lesquelles les 
microfilaments sont dépolymérisés, des résultats similaires ont été observés après traitement 
des BAEC avec 100 nM BK (figure 3.5E-H). 
L'importance des microtubules pour l'initiation et la propagation de la vague de Ca2+ 
dépendante de l'IPaR a aussi été évaluée. Pour ce faire, les BAEC ont été préalablement 
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Figure 3.6 
La dépolymérisation des microtubules empêche la propagation de la vague de Ca2+ 
Les BAEC sont préalablement traitées durant 30 min avec 1 pM Col pour dépolymériser les micro-
tubules. Elle ont ensuite été stimulées avec 200nM ATP (à Os) en absence de Ca2+ extracellulaire. 
(B) Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel dans différentes régions cellulaires, comme 
indiqué en A par les carrés blancs (C) Agrandissement de l'échelle du temps montrant l'élévation du 
Ca2+ intracellulaire identifiée par le rectangle au panneau B. (D) Images pseudocolorées montrant 
l'élévation du Ca2+ intracellulaire du panneau D. (E) Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel 
dans différentes régions cellulaires d'une cellule stimulée avec 100 nM BK, comme indiqué en E par les 
carrés blancs. (G) Agrandissement de l'échelle du temps montrant l'élévation du Ca2+ intracellulaire 
identifiée par le rectangle au panneau F. (H) Images pseudocolorées montrant l'élévation du Ca2+ 
intracellulaire du panneau D. Les résultats sont représentatifs d'au moins 18 cellules différentes de 
trois expériences indépendantes. 
traitées durant 30 min avec 1 pM colchicine (Col), un agent qui dépolymérise la principale 
composante des microtubules, c'est-à-dire la tubuline. Tout comme pour les microfilaments, 
la dépolymérisation des microtubules confère une forme arrondie atypique aux BAEC 
(figure 3.6A,E). Dans ces conditions, et en absence de Ca2+ extracellulaire, une stimulation 
avec 200 nM ATP a typiquement produit une relâche de Ca2+ dont l'amplitude se situait entre 
150 nM et 300 nM, selon la région cellulaire mesurée (figure 3.6A-B). Toutefois, l'augmentation 
de Ca2+ s'est faite simultanément dans toutes les régions mesurées à l'intérieur d'une même 
BAEC (figure 3.6C-D). Dans les mêmes conditions, dans lesquelles les microfilaments sont 
dépolymérisés, des résultats similaires ont été observés lors de la stimulation des BAEC avec 
100 nM BK (figure 3.6E-H). Ces résultats indiquent que le réseau de microfilaments ou de 
microtubules doit être intact pour permettre l'initiation et la propagation de vagues de Ca2+ 
dépendantes de l'IP3R dans les BAEC. 
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À ce stade de l'étude, les résultats ont clairement montré que l'ATP et la BK induisaient 
une vague de Ca2+ dans les BAEC. Qui plus est, il a été observé que cette vague de Ca2+ pouvait 
se produire sans la contribution du Ca2+ provenant de l'extérieur de la cellule. Aussi, il a été 
montré que l'intégrité du cytosquelette, à la fois les microtubules et les microfilaments, était 
requise pour observer la propagation d'une vague de Ca2+. Par contre, bien que les vagues se 
propagent constamment d'une extrémité à l'autre de la cellule, la vitesse à laquelle elles se 
propagent n'a pas été évaluée. 
3.6 Mesure de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ 
Nous avons aussi vérifié, à la fois pour une stimulation à l'ATP et à la BK, si la propa-
gation d'une vague de Ca2+ dépendante de l'IPaR était constante au sein d'une population 
de BAEC. La figure 3.7 montre la propagation d'une vague de Ca2+ induite par 200 nM ATP 
(au temps 0 s) au sein de deux cellules typiques retrouvées dans une population de BAEC. La 
cellule située à gauche sur la figure 3.7 montre une vague de Ca2+ typique où la concentration 
de Ca2+ augmente d'abord dans une région restreinte près du bord de la cellule et se propage 
graduellement en traversant l'ensemble du cytosol pour atteindre l'autre côté de la cellule. 
Ceci est illustré par la séquence d'images pseudocolorées à la figure 3.7A. Afin de mesurer 
la vitesse de propagation de cette vague de Ca2+, la concentration de Ca2+ a été mesurée en 
fonction du temps dans trois régions cellulaires différentes. Comme le montre la figure 3.7B, 
l'une de ces régions est située au site d'initiation de la vague (région 1), une autre est située 
au site où la vague s'arrête (région 3) et une dernière est située à mi-chemin entre les deux 
régions précédentes (région 2). Il est à noter que nous avons pris soin de ne pas situer la région 
2 dans le noyau, mais juste à l'extérieur de celui-ci. Dans cet exemple, la distance séparant la 
région 1 et la région 2 (di) est de 19,9 pm et la distance séparant la région 2 et la région 3 (c^) 
est de 19,8 jim. La figure 3.7C montre que l'amplitude de la réponse calcique n'était pas égale 
dans chacune des trois régions. Généralement, les amplitudes les plus élevées se situaient 
dans les régions à proximité du noyau alors que les plus faibles se retrouvaient au site où 
la vague s'estompait. L'amplitude moyenne de l'ensemble des cellules étudiées se trouvait 
autour de 300 nM. Par contre, au sein d'une même cellule, des variations d'amplitude de 
plus ou moins 150 nM étaient souvent observées à travers les différentes régions. Afin de 
bien illustrer la propagation de la vague de Ca2+, la figure 3.7D montre un agrandissement 
de la région encadrée d'un rectangle à la figure 3.7C. La figure 3.7D offre ainsi une meilleure 
résolution sur l'échelle du temps. De plus, les résultats sont exprimés selon le pourcentage 
de l'amplitude maximale atteinte pour chacune des régions afin de pouvoir comparer les 
différentes régions entre elles. Ainsi, il est possible de mesurer facilement le temps nécessaire 
pour que la vague de Ca2+ passe d'une région à l'autre. Le seuil de variation de l'amplitude 
pour le passage d'une vague a été fixé à 50 %. Dans la cellule montrée à la figure 3.7A, le temps 
nécessaire à la vague pour franchir la distance d\ (Aii) a été de 1,00 s alors que le temps 
nécessaire à la vague pour franchir la distance (A<2) a été de 1,17 s. Ainsi, la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+ a été de 19,9 jim/s entre les régions 1 et 2 et de 16,9 pm/s 
entre les régions 2 et 3 (Figure 3.7E). Bien que légèrement plus faible dans la deuxième 
39 
125 250 375 500 
[C*n(nM) 
d, « 19,9 |im 
d, • 193 vm 
20 30 40 
Temps (>) 
At, -1,00 s 
At, -1,17 s 
B' 
4 6 
Temps (s) 
V = — = 19,9 |im/s 
Ai, 
1»,= -^  = 16,9 (xm/s 
LXti 
125 250 375 500 
[Ca3l(nM) 
c' 
D' 
d) » 203 ytm 
d, - 203 \an 
200 nM 
20 30 40 
Temps (s) 
100 
50 
ft, 
l ' f j  Aii * 0,44 s 
Lin 
1 1 1  \m% \ At* * 0,42 S 
E' 
4 6 
Temps (s) 
d, 
10 
U, = — = 47,7 |im/s 
A s, 
49,8(1m/s 
At, 
Figure 3.7 
Variabilité de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ induite par 200 nM ATP au sein 
d'une population de BAEC 
(A et A') Séquence d'images pseudocolorées en fonction de la concentration en Ca2+ montrant la 
propagation d'une vague de Ca2+ résultant d'une stimulation avec 200 nM ATP (à 0 s) dans deux BAEC 
en absence de Ca2+ extracellulaire. (C et C') Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel dans 
trois régions cellulaires, comme indiqué en B et B' par les carrés blancs pour lesquels la distance qui 
les sépare est identifiée par d\ et rf2- (D et D') Agrandissement de l'échelle du temps montrant les 
vagues de Ca2+ identifiées par des rectangles en C et C'. Le temps que prend la vague de Ca2+ pour 
parcourir la distance d\ ou d2 est identifié respectivement par Aii et At2. (E et E') Calcul de la vitesse 
de la vague de Ca2+ sur la distance di et d2 pour chacune des cellules. Les résultats sont représentatifs 
de la diversité observée sur 24 populations de BAEC provenant de trois expériences indépendantes 
(environ 200 cellules). 
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portion de la cellule, la vitesse de propagation de cette vague de Ca2+ semble relativement 
stable d'un bout à l'autre de la cellule. Afin de s'assurer que la vitesse de propagation de la 
vague de Ca2+ était similaire dans l'ensemble de la cellule, celle-ci a été mesurée dans cinq 
régions supplémentaires, toujours dans son axe de propagation. La moyenne de ces vitesses 
de propagation a été de 18,6 ± 2,0 pm/s. Ceci confirme que la vitesse de propagation de la 
vague de Ca2+ est relativement stable dans cette cellule. 
Dans le cas de la cellule de droite, sur la figure 3.7, on observe également une vague de 
Ca2+ typique où la concentration de Ca2+ augmente d'abord dans une région restreinte près 
du bord de la cellule et se propage graduellement en traversant l'ensemble du cytosol pour 
atteindre l'autre côté de la cellule. Ceci est illustré par la séquence d'images pseudocolorées à 
la figure 3.7A'. À l'instar de la cellule précédente, la concentration de Ca2+ a été mesurée en 
fonction du temps dans trois régions cellulaires afin de mesurer la vitesse de propagation 
de cette vague de Ca2+ (figure 3.7B'). Dans cet exemple, la distance séparant la région 1 et 
la région 2 (di) est égale à la distance séparant la région 2 et la région 3 (d2), soit 20,8 pm, 
ce qui est comparable aux distances séparant les régions sélectionnées dans la cellule de 
gauche. La figure 3.7C' montre également que l'amplitude de relâche calcique n'était pas 
égale d'une région à l'autre. Par contre, bien que légèrement supérieure dans le cas de la 
cellule de droite, l'amplitude mesurée au site d'initiation de la vague est du même ordre 
dans les deux cellules (395 nM contre 470 nM), considérant la marge d'erreur inhérente à la 
sélection de petites régions cellulaires pour enregistrer les mesures. L'amplitude au site où 
prend fin la propagation de la vague de Ca2+ est également comparable dans les deux cellules 
(295 nM contre 262 nM). Pour ce qui est de la région centrale, la variabilité de la mesure 
est plus grande étant donné la proximité du noyau où la concentration de Ca2+ est moins 
uniforme qu'aux extrémités de la cellule. Afin de bien illustrer la propagation de la vague 
de Ca2+, la figure 3.7D' montre un agrandissement de la région encadrée d'un rectangle à la 
figure 3.7C'. Dans le cas de cette cellule, le temps nécessaire à la vague de Ca2+ pour franchir 
la distance d\ (Aii) a été de 0,44 s alors que le temps nécessaire à la vague pour franchir la 
distance efc (At2) a été de 0,42 s. Ainsi, la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ a été de 
47,7 pm/s entre les régions 1 et 2 et de 49,8 pm/s entre les régions 2 et 3 (Figure 3.7E'). Encore 
une fois, la vitesse de propagation de cette vague de Ca2+ semble relativement stable d'un 
bout à l'autre de la cellule. Afin de s'en assurer, la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ 
a été mesurée dans cinq régions supplémentaires, toujours dans son axe de propagation. La 
moyenne de ces vitesses de propagation a été de 50,9 ± 2,5 pm/s. Ceci confirme que la vitesse 
de propagation de la vague de Ca2+ est relativement stable dans cette cellule. Par contre, la 
vitesse de propagation de la vague de Ca2+ dans la cellule de droite est 2,5 fois plus élevée que 
celle de la cellule de gauche. Globalement, ces résultats montrent que pour des cellules de 
taille semblable, une stimulation avec une même concentration d'ATP permet d'initier des 
vagues de Ca2+ dépendantes de l'IPaR qui se propagent à des vitesses grandement différentes. 
Le même type d'expérimentation a également été fait en stimulant les cellules avec 
la BK. La figure 3.8 montre deux cellules typiques qui répondent à une stimulation avec 
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10 nM BK (au temps 0 s) en produisant une vague de Ca2+ typique. Dans le cas de la cellule 
de gauche, la concentration de Ca2+ augmente d'abord dans une région restreinte près du 
bord de la cellule et se propage graduellement en traversant l'ensemble du cytosol pour 
atteindre l'autre côté de la cellule. Ceci est illustré par la séquence d'images pseudocolorées 
à la figure 3.8A. Tel que décrit dans le cas de la stimulation avec l'ATR la concentration de 
Ca2+ a été mesurée en fonction du temps dans trois régions cellulaires différentes afin de 
calculer la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ (figure 3.8B). Dans cet exemple, la 
distance séparant la région 1 et la région 2 (di) est de 19,9 pm et la distance séparant la région 
2 et la région 3 {d2) est de 19,8 pm. La figure 3.8C montre que l'amplitude de relâche de Ca2+ 
n'était pas égale dans chacune des trois régions sélectionnées. Comme dans le cas de la 
stimulation avec l'ATP, les valeurs les plus élevées se situaient généralement dans les régions 
à proximité du noyau alors que les plus faibles se situaient au site où la vague s'estompait. 
L'amplitude moyenne de l'ensemble des cellules étudiées atteignait près de 270 nM. Par 
contre, au sein d'une même cellule, des variations d'amplitude de plus ou moins 150 nM 
étaient régulièrement observées à travers les différentes régions. Dans le cas de la cellule 
montrée à la figure 3.8A, une amplitude de 444 nM a été mesurée au site d'initiation de la 
vague, de 510 nM au site où prend fin la vague et de 682 nM dans la région près du noyau. Afin 
de bien illustrer la propagation de la vague de Ca2+, la figure 3.8D montre un agrandissement 
de la région encadrée d'un rectangle à la figure 3.8C. Le temps nécessaire à la vague pour 
franchir la distance d\ (Afi) a été de 1,64 s alors que celui pour franchir la distance d2 (At2) a 
été de 1,56 s. Ainsi, la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ a été de 11,4 pm/s entre les 
régions 1 et 2 et de 11,9 pm/s entre les régions 2 et 3 (Figure 3.8E). Afin de s'assurer que la 
vitesse de propagation de la vague de Ca2+ était similaire dans l'ensemble de la cellule, celle-ci 
a été mesurée dans cinq régions supplémentaires, toujours dans son axe de propagation. La 
moyenne de ces vitesses de propagation a été de 10,7 ± 2,0 pm/s. Ceci confirme que la vitesse 
de propagation de la vague de Ca2+ est relativement stable dans cette cellule. 
Dans le cas de la cellule située à droite sur la figure 3.8, on observe également la 
propagation d'une vague de Ca2+ typique illustrée par la séquence d'images pseudocolorées 
à la figure 3.8A'. Encore une fois, la concentration de Ca2+ a été mesurée en fonction du temps 
dans trois régions cellulaires afin de mesurer la vitesse de propagation de cette vague de 
Ca2+ (figure 3.8B'). Dans cet exemple, la distance séparant la région 1 et la région 2 (dj) est 
de 20,3 pm et la distance séparant la région 2 et la région 3 (d2) est de 20,4 pm, ce qui est 
comparable aux distances séparant les régions sélectionnées dans la cellule de gauche. La 
figure 3.8C' montre que l'amplitude de relâche de Ca2+ n'était pas égale dans chacune des 
trois régions sélectionnées. Par contre, bien que légèrement supérieure dans le cas de la 
cellule de droite, les amplitudes mesurées au site d'initiation de la vague de Ca2+ sont du 
même ordre dans les deux cellules (444 nM dans la cellule de gauche contre 421 nM dans 
la cellule de droite). De plus, l'amplitude au site où prend fin la propagation de la vague de 
Ca2+ s'est avérée plus grande dans la cellule de gauche (510 nM) que dans la cellule de droite 
(302 nM). Pour ce qui est de la région centrale, les amplitudes mesurées sont comparables, 
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Figure 3.8 
Variabilité de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ induite par 10 nM BK au sein 
d'une population de BAEC 
(A et A') Séquence d'images pseudocolorées en fonction de la concentration en Ca2+ montrant la 
propagation d'une vague de Ca2+ résultant d'une stimulation avec 10 nM BK (à 0 s) dans deux BAEC 
en absence de Ca2+ extracellulaire. (C et C') Mesure de la concentration de Ca2+ en temps réel dans 
trois régions cellulaires, comme indiqué en B et B' par les carrés blancs pour lesquels la distance qui 
les sépare est identifiée par et d2. (D et D') Agrandissement de l'échelle du temps montrant les 
vagues de Ca2+ identifiées par des rectangles en C et C'. Le temps que prend la vague de Ca2+ pour 
parcourir la distance <h ou (h est identifié respectivement par AU et AU. (E et E') Calcul de la vitesse 
de la vague de Ca2+ sur la distance di et rf2 pour chacune des cellules. Les résultats sont représentatifs 
de la diversité observée sur 24 populations de BAEC provenant de trois expériences indépendantes 
(environ 200 cellules). 
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soit de 682 nM dans la cellule de gauche et de 626 nM dans la cellule de droite. Afin de bien 
illustrer la propagation de la vague de Ca2+, la figure 3.8D' montre un agrandissement de la 
région encadrée d'un rectangle à la figure 3.8C'. Dans le cas de la cellule de droite, le temps 
nécessaire à la vague pour franchir la distance d\ (Afi) a été de 0,64 s alors que celui pour 
franchir la distance d2 (At2) a été de 0,70 s. Ainsi, la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ 
a été de 31,8 pm/s entre les régions 1 et 2 et de 29,1 pm/s entre les régions 2 et 3 (Figure 3.7E'). 
Une fois de plus, la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ reste relativement stable d'un 
bout à l'autre de cette cellule. Afin de s'en assurer, la vitesse de propagation de la vague de 
Ca2+ a été mesurée dans cinq régions supplémentaires, toujours dans son axe de propagation. 
La moyenne de ces vitesses de propagation a été de 31,0 ± 2,2 pm/s. Ceci confirme que la 
vitesse de propagation de la vague de Ca2+ est relativement stable dans cette cellule. Or, 
cette vitesse de propagation est environ trois fois plus élevée que celle mesurée dans la 
cellule de gauche. Globalement, tout comme dans le cas des cellules stimulées avec l'ATP, les 
résultats montrent que pour des cellules de taille semblable, une stimulation avec une même 
concentration de BK initie des vagues de Ca2+ dépendantes de l'IP3R qui se propagent à des 
vitesses grandement différentes dans une même population de BAEC. 
Ces résultats indiquent clairement que la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ 
peut varier considérablement d'une cellule à l'autre. Ceci montre la nécessité de faire 
les mesures sur un grand nombre de cellules individuelles afin d'obtenir des résultats 
représentatifs d'une population de cellules stimulées dans des conditions expérimentales 
précises. Dans les expériences subséquentes, les valeurs d'amplitude de réponse calcique et 
de vitesse de propagation de vagues de Ca2+ représenteront la moyenne de données obtenues 
avec au moins 40 cellules individuelles. 
3.7 Influence de l'intensité de la stimulation et du Ca2+ extracellulaire sur la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+ 
Les expériences précédentes montrent que la vitesse de propagation d'une vague de 
Ca2+ peut varier d'une cellule à l'autre. Il est à noter que, afin de se concentrer sur la relâche de 
Ca2+ dépendante de l'IPaR, les expériences précédentes ont été effectuées en absence de Ca2+ 
extracellulaire. Or, comme la concentration de Ca2+ extracellulaire est finement maintenue 
dans les fluides extracellulaires (se référer à la section 1.1.2, page 2), il est important de vérifier 
son influence sur la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. 
Il est bien documenté que l'intensité de la réponse calcique intracellulaire varie en 
fonction des concentrations d'ATP, de BK ou d'autres hormones capables de générer de 
l'IP3. Par contre, la relation entre les concentrations d'hormones et la vitesse à laquelle se 
propagent les vagues de Ca2+ est moins bien connue. Nous avons donc évalué l'influence du 
Ca2+ extracellulaire et de la concentration d'ATP ou de BK sur la vitesse de propagation de la 
vague de Ca2+. 
Nos résultats antérieurs ont montré une grande variabilité, d'une cellule à l'autre, 
lors de la mesure de la vitesse de propagation des vagues de Ca2+. Afin d'être dans les 
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conditions optimales pour détecter un phénomène aussi fin qu'une variation de la vitesse 
de propagation de la vague de Ca2+, malgré cette variabilité, nous avons choisi d'utiliser 
deux conditions témoins pour nos expériences. À la fois pour l'ATP et la BK, la concentration 
la plus faible se situe près du IQ et induit une réponse calcique détectable dans la plupart 
des cellules. La concentration la plus forte permet d'observer une augmentation marquée 
de l'amplitude de mobilisation de Ca2+, sans toutefois être une réponse maximale. Ces 
précautions évitent de saturer le système dans des conditions favorisant les mobilisations de 
Ca2+ et permet également d'éviter qu'un trop grand nombre de cellules cessent de répondre 
dans les conditions diminuant les mobilisations de Ca2+. Le Kj apparent de la BK est de 
1,6 nM et celui de l'ATP est de 100 nM (PIROTTON et al., 1996; FREAY et al., 1989). 
La figure 3.9A montre que dans les conditions se rapprochant le plus de celles retrouvées 
physiologiquement, c'est-à-dire en présence de Ca2+ extracellulaire, une stimulation avec 
200 nM ATP a produit une mobilisation intracellulaire de Ca2+ d'une amplitude moyenne 
de 319 ± 62 nM. En absence de Ca2+ extracellulaire, la même concentration d'ATP a produit 
une mobilisation intracellulaire de Ca2+ d'une amplitude moyenne de 280 ± 64 nM, non 
significativement différente de la réponse obtenue en présence de Ca2+ extracellulaire. En 
absence de Ca2+ extracellulaire, lorsque la concentration d'ATP a été augmentée à 1000 nM, 
l'amplitude moyenne de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire a augmenté à 593 ± 50 nM. 
Sur cette même population de BAEC, la vitesse moyenne de propagation des vagues de 
Ca2+ a aussi été mesurée, tel que montré à la figure 3.9B. En présence de Ca2+ extracellulaire, 
la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+ induites par 200 nM ATP a été de 
21,0 ± 1,8 [im/s. En absence de Ca2+ extracellulaire, la vitesse moyenne de propagation des 
vagues de Ca2+ a légèrement diminué à 18,8 ± 1,1 jjm/s. À l'inverse, le fait d'augmenter la 
concentration d'ATP à 1 000 nM a augmenté significativement la vitesse de propagation 
des vagues de Ca2+ à 37,9 ± 4,9 (im/s. Ces résultats suggèrent que le Ca2+ extracellulaire n'a 
pas d'effet majeur sur l'amplitude de la réponse calcique, ni sur la vitesse de propagation 
des vagues de Ca2+. Par contre, le fait d'accroître la concentration d'ATP de 200 nM ATP à 
1000 nM double l'amplitude de la réponse calcique et double aussi la vitesse de propagation 
des vagues de Ca2+. 
La même analyse a été effectuée en stimulant les BAEC avec la BK. La figure 3.9A' 
montre qu'en présence de Ca2+ extracellulaire, 2 nM BK a causé une mobilisation de Ca2+ 
intracellulaire d'une amplitude moyenne de 207 ± 14 nM. En absence de Ca2+ extracellu-
laire, l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire induite par 2 nM BK a diminué 
significativement à 137 ± 16 nM. Contrairement aux résultats obtenus en stimulant les BAEC 
avec l'ATP, le Ca2+ extracellulaire semble jouer un rôle plus important dans la mobilisation 
calcique induite par la BK. Ceci suggère que le récepteur B2 de la BK active plus efficacement 
les voies de signalisation responsables de l'entrée de Ca2+. Toujours en absence de Ca2+ 
extracellulaire, une concentration plus forte de BK (10 nM) a augmenté l'amplitude moyenne 
de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire à 250 ± 14 nM. Le fait d'augmenter la concentration 
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Figure 3.9 
Effet de la concentration d'agoniste et du Ca2+ extracellulaire sur la vitesse de propagation de 
la vague de Ca2+ induite par l'ATP et la BK dans les BAEC 
(A) Les colonnes bleues indiquent l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire induite par 
200 nM ATP en présence ou en absence de Ca2+ extracellulaire dans une population de BAEC. La 
colonne rose indique l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire induite par 1 000 nM 
ATP en absence de Ca2+ extracellulaire. (B) Mesure de la vitesse de la vague de Ca2+ dans les 
mêmes populations de cellules qu'en A. (A'-B') Reproduction de ces expériences en remplaçant 
les stimulations à l'ATP par des stimulations avec 2 nM BK et 10 nM BK, tel que décrit sur la figure. Les 
résultats représentent la moyenne ± Pécart-type de trois expériences distinctes sur une population 
d'au moins 50 cellules. *p < 0,05. 
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de BK de 2 nM à 10 nM a presque doublé l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire. 
Tout comme l'ATP, la BK est donc efficace à mobiliser le Ca2+ intracellulaire. 
Pour ces mêmes cellules, la figure 3.9B' montre qu'en présence de Ca2+ extracellulaire, 
la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+ induites par 2 nM BK a été de 16,9 ± 
0,7 pm/s. En absence de Ca2+ extracellulaire, la vitesse moyenne de propagation des vagues 
de Ca2+ a diminué légèrement à 15,7 ±1,5 pm/s. Toujours en absence de Ca2+ extracellulaire, 
le fait d'augmenter la concentration de BK à 10 nM a augmenté significativement la vitesse 
de propagation des vagues de Ca2+ à 25,3 ±1,5 pm/s. Tel qu'observé lorsque les BAEC furent 
stimulées avec l'ATP, ces résultats montrent une relation entre l'amplitude de la mobilisation 
de Ca2+ et la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ dans les BAEC stimulées avec la BK en 
absence de Ca2+ extracellulaire. En effet, le fait d'augmenter la concentration de BK de 2 nM 
à 10 nM augmente l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ d'environ 80 % alors que la vitesse 
de propagation des vagues de Ca2+ augmente d'environ 60 %. Toutefois, bien que l'absence 
de Ca2+ extracellulaire diminue l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire de 30 %, 
ceci n'a pas un effet majeur sur la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ dans les BAEC 
stimulées avec la BK. Ceci suggère que la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ dépend 
davantage de la voie de signalisation de l'IP3R que des mécanismes d'entrée de Ca2+ dans la 
cellule. 
Globalement, les résultats montrent que le Ca2+ extracellulaire n'a pas un impact majeur 
sur la vitesse de propagation des vagues de Ca2+. Par contre, les concentrations d'ATP ou 
de BK affectent grandement la vitesse de propagation des vagues de Ca2+, ce qui suggère 
que la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ est influencée surtout par des éléments 
intracellulaires. L'un de ces éléments est possiblement ITP3R dont l'activité est modulée 
directement par la quantité d'IP3 ou encore par d'autres moyens comme la modification de 
son niveau de phosphorylation (se référer à la section 1.3.3, page 16). 
3.8 Impact de la régulation de l'activité de PIP3R par des kinases endogènes sur la vitesse 
de propagation de la vague de Ca2+ 
Afin de vérifier l'impact de la modulation de l'activité de l'IPaR sur la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+, nous avons évalué le rôle de certaines kinases comme la PKA 
(Protéine kinase A), la PKC (Protéine kinase C) et mTOR (Mammalian target of rapamycin) 
qui sont connues pour moduler l'activité de ITP3R. Ces kinases sont ubiquitaires et il est 
possible de moduler leur activité avec des activateurs ou des inhibiteurs pharmacologiques 
perméables aux membranes cellulaires. Ainsi, il est possible de moduler l'activité de ces 
kinases au sein de cellules intactes. En terme d'agents pharmacologiques, nous avons 
utilisé la forskoline, le PMA (Phorbol-12-myristate-13-acétate) et la rapamycine, qui sont 
respectivement un activateur de la PKA, un activateur de la PKC et un inhibiteur de mTOR. 
Ces agents pharmacologiques ont été utilisés à maintes reprises dans notre laboratoire et 
nous savons qu'ils n'affectent pas les réserves de Ca2+ intracellulaire (FRÉGEAU etal., 2011; 
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RÉGIMBALD-DUMAS et al., 2011,2007; ARGUIN et al., 2010,2007; CARON et al., 2007; CHALOUX 
etal., 2007). 
La figure 3.10A montre qu'en absence de Ca2+ extracellulaire, 200 nM ATP a produit 
une relâche de Ca2+ d'une amplitude moyenne de 280 ± 64 nM. Après un prétraitement 
pendant 3 min avec 10 pM forskoline (un activateur indirect de la PKA), l'amplitude moyenne 
de la relâche de Ca2+ induite par 200 nM ATP a été augmentée significativement à 400 ± 
51 nM. La figure 3.10A montre aussi que la stimulation avec la concentration maximale d'ATP 
(1000 nM) a causé une relâche de Ca2+ d'une amplitude moyenne de 593 ± 50 nM. Après un 
prétraitement pendant 5 min avec 10 pM rapamycine (un inhibiteur de mTOR), l'amplitude 
moyenne de la relâche de Ca2+ induite par 1 000 nM ATP a été significativement diminuée 
à 481 ± 47 nM. De même, un prétraitement des cellules avec 2 jiM PMA (un activateur de 
la PKC) a significativement diminué l'amplitude moyenne de la relâche de Ca2+ induite par 
1 000 nM ATP à 338 ± 22 nM. Ces résultats confirment les effets modulateurs de la PKA, de 
la PKC et de mTOR sur l'activité de l'IPaR dans les BAEC. Lors d'une stimulation avec l'ATP, 
l'activité de ITP3R est augmentée par la PKA et mTOR, alors qu'elle est diminuée par la PKC. 
La figure 3.10B montre que 200 nM ATP a produit des vagues de Ca2+ dont la vitesse 
de propagation moyenne était de 18,8 ±1,1 pm/s. Lorsque les cellules ont été prétraitées 
avec la forskoline, la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+ induites avec 
200 nM ATP a augmenté significativement à 26,3 ±1,4 pm/s (une augmentation de 40 %). 
La vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+ induite avec 1 000 nM ATP a été de 
37,9 ± 4,9 pm/s. Un prétraitement avec la rapamycine a réduit significativement la vitesse 
moyenne de propagation des vagues de Ca2+ induites avec 1 000 nM ATP à 26,8 ± 2,5 pm/s 
(une diminution de 29 %). Un prétraitement avec le PMA a aussi réduit significativement 
la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+ induites avec 1 000 nM ATP à 22,6 
±1,1 pm/s (une diminution de 40 %). Ces résultats montrent que la régulation de l'activité 
de ITP3R par la PKA, par mTOR et par la PKC module également la vitesse moyenne de 
propagation des vagues de Ca2+ induites par l'ATP. De plus, ces résultats montrent que la 
vitesse de propagation des vagues varie en fonction de l'amplitude de la relâche de Ca2+. 
En effet, la PKA augmente d'environ 40 % l'amplitude de la relâche de Ca2+ de même que 
la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. L'inhibition de mTOR réduit d'environ 20 % 
l'amplitude de la relâche de Ca2+ alors qu'elle réduit d'environ 30 % la vitesse de propagation 
de la vague de Ca2+. Finalement, la PKC diminue d'environ 40 % l'amplitude de la relâche de 
Ca2+ de même que la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. 
Nous avons aussi vérifié l'effet de la modulation de l'activité de ITP3R par la PKA, par 
mTOR et par la PKC sur la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ induite par la BK. La 
figure 3.10A' montre qu'en absence de Ca2+ extracellulaire, 2nM BK a causé une relâche 
intracellulaire de Ca2+ d'une amplitude moyenne de 137 ± 16 nM. Après un prétraitement 
avec la forskoline, 2 nM BK a produit une relâche de Ca2+ significativement plus élevée, 
d'une amplitude moyenne de 184 ± 16 nM. La figure 3.10A' montre aussi que la stimulation 
avec un forte concentration de BK (10 nM) a causé une relâche de Ca2+ d'une amplitude 
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Figure 3.10 
La modulation de l'activité de l'IPaR par la PKA, mTOR et la PKC affecte la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+ induite par l'ATP et la BK dans les BAEC 
(A) Les colonnes bleues indiquent l'amplitude la mobilisation de Ca2f intracellulaire induite par 
200 nM ATP sur des cellules ayant été prétraitées 3 min avec 10 pM forskoline (activateur de la PKA). 
Les colonnes roses indiquent respectivement l'amplitude la mobilisation de Ca2+ intracellulaire 
induite par 1 000 nM ATP sur des cellules prétraitées ou non 5 min avec 10 pM rapamycine (inhibiteur 
mTOR) ou 3 min avec 2 pM PMA (activateur PKC). (B) Mesure de la vitesse de la vague de Ca2+ dans 
les cellules montrées en A. (A'-B') Reproduction de ces expériences avec 2 nM BK et 10 nM BK. Les 
résultats représentent la moyenne ± l'écart-type de trois expériences distinctes sur une population 
d'au moins 50 cellules. *p < 0,05. Ces expériences sont réalisées en absence de Ca2+ extracellulaire. 
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moyenne de 250 ± 14 nM. Après un prétraitement avec la rapamycine, 10 nM BK a produit 
une relâche de Ca2+ significativement plus faible, d'une amplitude moyenne de 204 =1= 9 nM. 
Aussi, lorsque les cellules ont été prétraitées avec le PMA, 10 nM BK a produit une relâche 
de Ca2+ significativement plus faible, d'une amplitude moyenne de 162 ± 11 nM. Comme 
dans le cas des cellules stimulées avec l'ATR la vitesse de propagation des vagues a varié en 
fonction de l'amplitude de la relâche de Ca2+ induite par la BK, dans toutes les conditions 
où l'activité de ITP3R a été modulée par les kinases. En effet, la PKA (forskoline) a augmenté 
l'amplitude de relâche de Ca2+ de 40 % dans le cas d'une stimulation avec l'ATP alors que 
l'augmentation a été de 30 % dans le cas d'une stimulation avec la BK. L'inhibition de mTOR 
(rapamycine) a diminué de 30 % l'amplitude de la réponse calcique de l'ATP et de la BK. Enfin, 
la PKC (PMA) a diminué de 40 % l'amplitude de la réponse calcique induite par l'ATP alors 
qu'elle a réduit de 35 % l'amplitude de la réponse calcique induite par la BK. Ces résultats 
montrent que la PKA, la PKC et mTOR modulent l'activité de ITP3R dans les BAEC. Lors d'une 
stimulation avec la BK, la relâche de Ca2+ dépendante de ITP3R est augmentée par la PKA et 
mTOR alors qu'elle est diminuée par la PKC. 
La figure 3.10B' montre que 2nM BK a produit des vagues de Ca2+ dont la vitesse 
moyenne de propagation était de 15,7 ± l,5pm/s. Dans des cellules prétraitées avec la 
forskoline, 2 nM BK a produit des vagues de Ca2+ dont la vitesse moyenne de propagation 
a augmenté significativement à 19,5 ± 1,9 pm/s (une augmentation de 24%). Lorsque les 
cellules ont été stimulées avec 10 nM BK, la vitesse moyenne de propagation des vagues de 
Ca2+ était de 25,3 ±1,5 pm/s. Après un prétraitement avec la rapamycine, 10 nM BK a produit 
des vagues de Ca2+ dont la vitesse moyenne de propagation a été significativement réduite à 
21,7 ± 1,8 pm/s (une diminution de 14 %). Après un prétraitement avec le PMA, 10 nM BK a 
produit des vagues de Ca2+ dont la vitesse moyenne de propagation a été significativement 
réduite à 21,0 ± 1,9 pm/s (une diminution de 17 %). Ces résultats montrent que la modulation 
de l'activité de ITP3R par la PKA, par mTOR et par la PKC module également la vitesse de 
propagation des vagues de Ca2+. Tel qu'observé en stimulant avec l'ATP, ces résultats montrent 
que les variations dans la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ induites par la BK vont 
dans le même sens que les variations de l'amplitude de la relâche de Ca2+. En effet, la PKA 
augmente d'environ 30 % l'amplitude de la relâche de Ca2+ alors qu'elle augmente de 25 % 
la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. L'inhibition de mTOR réduit d'environ 20 % 
l'amplitude de la relâche de Ca2+ alors qu'elle diminue de 15 % la vitesse de propagation de la 
vague de Ca2+. Enfin, l'activation de la PKC diminue d'environ 40 % l'amplitude de la relâche 
de Ca2+ alors qu'elle diminue de 20 % la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ induite 
par la BK. 
Bien que les résultats montrent que la vitesse moyenne de propagation des vagues 
de Ca2+ est affectée par les conditions qui modulent l'activité de l'IP^R, ces résultats ne 
fournissent pas d'information précise concernant la vitesse réelle mesurée dans chacune des 
cellules, dans les différentes conditions expérimentales. Nous avons montré à la figure 3.7 
et à la figure 3.8, qu'il peut y avoir d'importantes différences dans la vitesse de propagation 
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de la vague de Ca2+, d'une cellule à l'autre. Afin de fournir un meilleur aperçu des réponses 
individuelles de chacune des cellules, nous avons réévalué certains de nos résultats en 
utilisant une approche quantale, c'est-à-dire que nous avons classé (et compté) les cellules 
en fonction de l'intensité de leur réponse. 
À cet effet, la figure 3.11A montre la distribution des réponses individuelles dans des 
populations de cellules stimulées avec différentes doses d'ATP. Lorsque les cellules ont été 
stimulées avec 200 nM ATP, les vitesses de propagation des vagues de Ca2+ se sont situées 
entre 4 pm/s et 50 jim/s (figure 3.11A, colonnes bleues). Par contre, lorsque les cellules ont 
été stimulées avec 1 000 nM ATP, les vitesses de propagation des vagues de Ca2+ se sont 
situées entre 8 pin/s et 70 pm/s (colonnes roses). Afin de pouvoir faire des comparaisons 
entre les populations de cellules ayant subi des traitements différents, nous avons calculé la 
moyenne et identifié les réponses correspondant au premier, au deuxième et au troisième 
quartile (Qi, Q2 et q3), c'est-à-dire la vitesse à partir de laquelle on dénombre 25% des 
cellules (Qi), 50 % des cellules (q2, ce qui représente la valeur médiane) et 75 % des cellules 
(q3). À une concentration de 200 nM ATP, Qi était de 13,7 jim/s, Q2 était de 17,8 pm/s et Q3 
était de 23,2 pm/s. La moyenne était de 19,1 ± 8,0 pm/s (n = 146). À une concentration de 
1 000 nM ATR les valeurs des quartiles Qi, Q2 et Q3 ont augmenté respectivement à 26,7 pm/s, 
34,5 pm/s et 45,0 pm/s. Quant à elle, la moyenne a significativement augmenté à 37,5 ± 
14,4 pm/s (n = 133). L'écart type des mesures montre bien la grande dispersion des données 
par rapport à la moyenne. Ces données confirment que les vagues de Ca2+ se propagent à 
différentes vitesses dans une population de cellules stimulées avec l'ATE Elles indiquent aussi 
que l'augmentation de l'intensité de la stimulation à l'ATP hausse fortement la vitesse de 
propagation des vagues de Ca2+ de l'ensemble des cellules puisque, en plus de la moyenne, la 
valeur de chacun des quartiles augmente fortement. 
La figure 3.11B montre l'effet de l'activation de la PKA sur la distribution des réponses 
individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 200 nM ATP en absence 
(colonnes bleues) et en présence d'un prétraitement à la forskoline (colonnes roses). Suite à 
un prétraitement à la forskoline, 200 nM ATP a produit des vagues de Ca2+ dont les vitesses de 
propagation se sont situées entre 4 pm/s et 70 pm/s. De plus, Qi était de 14,9 pm/s, Q2 était 
de 22,7 pm/s et Q3 était de 34,5 pm/s, ce qui représente une augmentation pour chacun des 
quartiles. Quant à elle, la moyenne a significativement augmenté à 26,2 ± 15,0 pm/s (n = 166). 
La figure 3.11C montre l'effet de l'inhibition de mTOR sur la distribution des réponses 
individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 1 000 nM ATP en absence 
(colonnes bleues) et en présence d'un prétraitement à la rapamycine (colonnes roses). Suite 
à un prétraitement à la rapamycine, 1 000 nM ATP a produit des vagues de Ca2+ dont les 
vitesses de propagation se sont situées entre 4 pm/s et 68 pm/s. De plus, Qi était de 14,5 pm/s, 
q2 était de 24,1 pm/s et Q3 était de 36,1 pm/s, ce qui représente une forte diminution pour 
chacun des quartiles. Quant à elle, la moyenne a significativement diminué à 26,6 ± 13,9 pm/s 
(n= 138). 
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Figure 3.11 
Effet de la modulation de l'activité de l'IPaR par la PKA, mTOR et la PKC sur la distribution 
des vitesses de propagation de la vague de Ca2+ induite par l'ATP et la BK dans les BAEC 
Quantification de la variabilité de la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ mesurées à la figure 3.10. 
Chacune des bandes représente le pourcentage de cellules ayant généré une vague se propageant à 
la vitesse indiquée sur le graphique. Les marques Ql( Q2 et Q3 indiquent respectivement le premier, 
d e u x i è m e  e t  t r o i s i è m e  q u a r t i l e  d e  l ' e n s e m b l e  d e s  v i t e s s e s  m e s u r é e s .  L a  m o y e n n e  e s t  i d e n t i f i é e  p a r  x .  * p  
< 0,05. (A) Comparaison des cellules stimulées avec 200 nM ATP et 1 000 nM ATP (B) Comparaison des 
cellules stimulées avec 200 nM ATP en présence ou en absence d'un prétraitement avec la forskoline. 
(C-D) Comparaison des cellules stimulées avec 1 000 nM ATP en présence ou en absence d'un 
prétraitement avec la rapamycine ou le PMA. (A'-D') Reproduction des expériences avec 2 nM BK et 
10 nM BK. 
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La figure 3.11D montre l'effet de l'activation de la PKC sur la distribution des réponses 
individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 1 000 nM ATP en absence 
(colonnes bleues) et en présence d'un prétraitement au PMA (colonnes roses). Suite à un 
prétraitement au PMA, 1 000 nM ATP a produit des vagues de Ca2+ dont les vitesses de 
propagation se sont situées entre 2 pm/s et 66 jim/s. De plus, Qi était de 14,4 pm/s, Q2 était 
de 19,6 pm/s et Q3 était de 28,6 pm/s, ce qui représente une forte diminution pour chacun des 
quartiles. Quant à elle, la moyenne a significativement diminué à 22,6 ± 11,4 pm/s (n =183). 
Les données concernant les kinases montrent que la PKA et mTOR augmentent la 
vitesse de propagation des vagues de Ca2+ induites par l'ATP de l'ensemble des cellules, 
puisque la moyenne et la valeur de chacun des quartiles sont affectées dans le même sens. 
Ce raisonnement est aussi applicable à la PKC, qui diminue la vitesse de propagation des 
vagues de Ca2+. Dans tous les cas, l'effet est relativement modeste puisqu'il est impossible 
d'atteindre le niveau de la valeur de référence opposée (200 nM ATP ou 1 000 nM ATP sans 
prétraitement) avec aucun des agents pharmacologiques utilisés individuellement. 
La figure 3.11A' montre la distribution des réponses individuelles dans des populations 
de cellules stimulées avec différentes doses de BK. Lorsque les cellules ont été stimulées 
avec 2 nM BK, les vitesses de propagation des vagues de Ca2+ se sont situées entre 2 pm/s 
et 50 pm/s (figure 3.11A', colonnes bleues). Par contre, lorsque les cellules ont été stimulées 
avec 10 nM BK, les vitesses de propagation des vagues de Ca2+ se sont situées entre 4 pm/s 
et 70 pm/s (colonnes roses). À une concentration de 2 nM BK, Qi était de 8,8 pm/s, Q2 était 
de 13,8 pm/s et Q3 était de 18,9 pm/s. La moyenne était de 15,7 ± 9,7 pm/s (n = 182). À une 
concentration de 10 nM BK, les valeurs des quartiles Qi, Q2 et Q3 ont augmenté respecti-
vement à 14,4 pm/s, 20,9 pm/s et 31,5 pm/s. Quant à elle, la moyenne a significativement 
augmentée à 25,4 ± 16,2 pm/s (n = 208). Toutes ces valeurs sont plus faibles que celles 
obtenues avec 1 000 nM ATP, la concentration d'ATP la plus forte utilisée. Ces données 
confirment que les vagues de Ca2+ se propagent à différentes vitesses dans une population 
de cellules stimulées avec la BK. Elles indiquent aussi que l'augmentation de l'intensité de la 
stimulation à la BK hausse la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ de l'ensemble des 
cellules puisque la valeur de chacun des quartiles augmente. 
La figure 3.11B' montre l'effet de l'activation de la PKA sur la distribution des réponses 
individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 2 nM BK en absence (colonnes 
bleues) et en présence d'un prétraitement à la forskoline (colonnes roses). Suite à un 
prétraitement à la forskoline, 2 nM BK a produit des vagues de Ca2+ dont les vitesses de 
propagation se sont situées entre 3 pm/s et 62 pm/s. De plus, Qi était de 10,7 pm/s, Q2 était 
de 16,7pm/s et Q3 était de 25,3 pm/s, ce qui représente une augmentation pour chacun 
des quartiles. Quant à elle, la moyenne a significativement augmentée à 19,6 ± 11,5 pm/s 
(n = 246). 
La figure 3.11C' montre l'effet de l'inhibition de mTOR sur la distribution des réponses 
individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 10 nM BK en absence (colonnes 
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bleues) et en présence d'un prétraitement à la rapamycine (colonnes roses). Suite à un 
prétraitement à la rapamycine, 10 nM BK a produit des vagues de Ca2+ dont les vitesses de 
propagation se sont situées entre 2 pm/s et 68 pm/s. De plus, Qi était de 12,2 pm/s, Q2 était 
de 18,5 pm/s et Q3 était de 29,1 pm/s, ce qui représente une diminution pour chacun des 
quartiles. La moyenne a significativement diminuée à 21,8 ± 12,8 pm/s (n = 260). 
La figure 3.11D' montre l'effet de l'activation de la PKC sur la distribution des réponses 
individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 10 nM BK en absence (colonnes 
bleues) et en présence d'un prétraitement au PMA (colonnes roses). Suite à un prétraitement 
au PMA, lOnM BK a produit des vagues de Ca2+ dont les vitesses de propagation se sont 
situées entre 2 pm/s et 68 pm/s. De plus, Qi était de 12,8 pm/s, Q2 était de 18,3 pm/s et Q3 
était de 27,8 pm/s, ce qui représente une diminution pour chacun des quartiles. La moyenne 
a significativement diminuée à 21,7 ± 13,5 pm/s (n = 201). 
Tout comme pour l'ATR les données concernant les kinases montrent que la PKA et 
mTOR augmentent la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ de l'ensemble des cellules, 
puisque la moyenne et la valeur de chacun des quartiles sont affectées dans le même sens. Ce 
raisonnement est aussi valable à la PKC, qui diminue la vitesse de propagation des vagues de 
Ca2+. Dans tous les cas, l'effet est relativement modeste puisqu'il est impossible d'atteindre le 
niveau de la valeur de référence opposée avec aucun des agents pharmacologiques utilisés. 
Globalement, ces résultats montrent que la PKA, la PKC et mTOR peuvent moduler 
l'amplitude de la relâche de Ca2+ via l'IPaR ainsi que la vitesse de propagation des vagues de 
Ca2+, peu importe l'agoniste utilisé pour stimuler les BAEC. Dans chacune des conditions, il a 
été possible d'observer une différence de vitesse de propagation d'au moins 50,0 pm/s entre 
la vague qui s'est propagée le plus lentement et celle qui s'est propagée le plus rapidement. 
L'effet des kinases semble se produire tant pour les vagues se propageant lentement que 
celles se propageant rapidement puisque, pour chacune des conditions, les valeurs de Qi, de 
q2 et de Q3 sont affectées dans le même sens. 
3.9 Relation entre la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ et l'amplitude de relâche 
de Ca2+ 
Au cours de cette étude, nous avons montré que l'amplitude de la relâche de Ca2+ et la 
vitesse de propagation des vagues de Ca2+ dans les BAEC étaient toutes deux dépendantes 
de l'intensité que de la stimulation ainsi que la modulation de l'activité de l'IPjR par la 
PKA, la PKC et mTOR. Ceci suggère que l'amplitude de la relâche de Ca2+ intracellulaire est 
étroitement reliée à la vitesse de propagation des vagues. Mais, est-ce que l'amplitude de 
la relâche de Ca2+ intracellulaire est responsable de la vitesse de propagation des vagues 
calciques ? Il semblerait que non puisque, dans le cas d'une stimulation des BAEC avec la 
BK, la présence de Ca2+ extracellulaire permettait d'obtenir une amplitude de mobilisation 
de Ca2+ plus élevée sans toutefois affecter significativement la vitesse de propagation des 
vagues. Cependant, nos résultats concernant l'amplitude moyenne de la relâche de Ca2+ 
dans des populations de BAEC, tels que nous les avons présentés jusqu'à maintenant, ne 
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permettent pas de tirer une conclusion aussi formelle. En effet, nous avons observé que dans 
une population de BAEC, il y a toujours une faible proportion de cellules qui ne produisent 
pas de vague de Ca2+ (entre 7 % et 20 %) suite à une stimulation avec l'ATP ou avec la BK. En 
fait, ces cellules ne répondaient tout simplement pas ou, si elles répondaient, leur réponse 
calcique se situait si près du niveau basai qu'il était impossible de déceler clairement une 
vague de Ca2+. Il est donc possible que la valeur moyenne de l'amplitude de mobilisation de 
Ca2+ intracellulaire ait pu être affectée par cette population de BAEC ne produisant pas de 
vagues de Ca2+ dans les différentes conditions évaluées. Nous avons donc réévalué une partie 
de nos résultats, en particulier ceux obtenus en stimulant les cellules avec la BK, en tenant 
compte exclusivement des cellules qui ont produit une vague de Ca2+ (figure 3.12), afin de 
s'assurer que la relation entre les variations d'amplitude des réponses calciques et les vitesses 
de propagation de la vague de Ca2+ ne soit pas faussée par des résultats provenant de cellules 
qui ne répondent pas. 
La figure 3.12A montre l'effet du Ca2+ extracellulaire sur la distribution des amplitudes 
de relâche de Ca2+ individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 2 nM BK en 
absence (colonnes bleues) et en présence de Ca2+ extracellulaire (colonne roses). En absence 
de Ca2+ extracellulaire, 2 nM BK a produit des mobilisations de Ca2+ intracellulaire dont 
l'amplitude se situait entre 30 nM et 500 nM. De plus, Qi était de 179 nM, Q2 était de 237 nM 
et Q3 était de 279 nM. La moyenne était de 232,3 ± 86,7 nM (n = 182). En présence de Ca2+ 
extracellulaire, la même concentration de BK (2 nM) a produit des mobilisations de Ca2+ 
se situant entre 30 nM et 520 nM, ce qui représente un intervalle assez semblable à celui 
observé en absence de Ca2+ extracellulaire. Par contre, les valeurs des quartiles Qi, q2 et Q3 
augmentent respectivement à 214 nM, 255 nM et 308 nM. La moyenne a aussi augmentée 
significativement à 257,8 ± 69,5 nM (n = 233). Ces données montrent que l'amplitude de 
mobilisation de Ca2+ intracellulaire des cellules produisant une vague de Ca2+ varie de 
cellules en cellules, comme c'était le cas pour la vitesse de propagation de la vague de 
Ca2+. Elles indiquent aussi que la présence de Ca2+ extracellulaire augmente l'amplitude de 
la mobilisation de Ca2+ intracellulaire de l'ensemble des cellules produisant une vague de 
Ca2+, puisque la valeur de chacun des quartiles augmente. Comme la vitesse de propagation 
des vagues de Ca2+ n'était pas affectée par la présence du Ca2+ extracellulaire, ces résultats 
montrent bien que des cellules peuvent moduler leur amplitude de mobilisation de Ca2+, 
via des mécanismes d'entrée de Ca2+ dans la cellule, sans affecter la vitesse moyenne de 
propagation des vagues de Ca2+. 
La figure 3.12B montre l'effet de l'activation de la PKA sur la distribution des amplitudes 
de relâche de Ca2+ individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 2 nM BK 
en absence (colonnes bleues) et en présence d'un prétraitement à la forskoline (colonnes 
roses). Après un prétraitement à la forskoline, 2nM BK a produit des mobilisations de 
Ca2+ pour lesquelles les valeurs des quartiles Qi, Q2 et Q3 ont augmenté respectivement 
à 195 nM, 246 nM et 289 nM. Par contre, la moyenne de 242,2 ± 68,7 nM (n = 246) n'était pas 
significativement différente. 
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Figure 3.12 
Variabilité de l'amplitude de relâche calcique des BAEC qui génèrent une vague de Ca2+ en 
réponse à la BK 
Quantification de la variabilité de l'amplitude de relâche des cellules ayant générées un vague de 
Ca2+ suite à une stimulation à la BK. Chacune des bandes représente le pourcentage de cellules 
ayant produit une amplitude de relâche de Ca2+ indiquée sur le graphique. Les marques Qi, Q2 et Q3 
indiquent respectivement le premier, deuxième et troisième quartile de l'ensemble des amplitudes 
mesurées. La moyenne est identifiée par x. *p < 0,05. (A) Comparaison des cellules stimulées avec 
2 nM BK en présence et en absence de Ca2+ extracellulaire. (B) Comparaison des cellules stimulées 
avec 2 nM BK et 10 nM BK. (C) Comparaison des cellules stimulées avec 2 nM BK en présence ou en 
absence d'un prétraitement avec la forskoline. (C-D) Comparaison des cellules stimulées avec 10 nM 
BK en présence ou en absence d'un prétraitement avec la rapamycine ou le PMA. 
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La figure 3.12C montre l'effet de l'intensité de la stimulation sur la distribution des 
amplitudes de relâche de Ca2+ individuelles dans des populations de cellules stimulées 
avec 2 nM BK (colonnes bleues) et 10 nM BK (colonnes roses). La stimulation avec 10 nM a 
produit des mobilisations de Ca2+ pour lesquelles les valeurs des quartiles Qi, Q2 et Q3 ont 
augmenté respectivement à 232 nM, 279 nM et 337 nM. Quant à elle, la moyenne a augmentée 
signifïcativement à 285,3 ± 89,7 nM (n = 208). 
La figure 3.12D montre l'effet de l'inhibition de mTOR sur la distribution des amplitudes 
de relâche de Ca2+ individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 10 nM BK 
en absence (colonnes bleues) et en présence d'un prétraitement à la rapamycine (colonnes 
roses). Après un prétraitement à la rapamycine, 10 nM BK a produit des mobilisations de Ca2+ 
pour lesquelles les valeurs des quartiles Qj, Q2 et Q3 ont diminué respectivement à 176 nM, 
240 nM et 286 nM. Quant à elle, la moyenne a diminuée signifïcativement à 233,0 ± 79,3 nM 
(n = 260). 
La figure 3.12E montre l'effet de l'activation de la PKC sur la distribution des amplitudes 
de relâche de Ca2+ individuelles dans des populations de cellules stimulées avec 10 nM BK en 
absence (colonnes bleues) et en présence d'un prétraitement au PMA (colonnes roses). Après 
un prétraitement au PMA, 10 nM BK a produit des mobilisations de Ca2+ pour lesquelles les 
valeurs des quartiles Qi, Q2 et Q3 ont diminué respectivement à 157 nM, 212 nM et 267 nM. 
Également, la moyenne a diminuée signifïcativement à 216,6 ± 82,4 nM (n = 201). 
Ces résultats confirment que dans les cellules stimulées à la BK, l'augmentation de 
l'intensité de la stimulation a comme effet de générer des vagues de Ca2+ qui se propagent 
plus rapidement et qui atteignent une amplitude de relâche plus élevée. Aussi, l'activation 
de la PKC et l'inhibition de mTOR produisent des vagues de Ca2+ qui se propagent plus 
lentement et qui atteignent une amplitude de relâche moins élevée. Ces résultats démontrent 
aussi que la relâche de Ca2+ via l'IPaR est étroitement reliée à la vitesse de propagation 
des vagues de Ca2+. Par contre, en présence de Ca2+ extracellulaire, les cellules qui ont 
produit des vagues de Ca2+ avaient des amplitudes de mobilisation nettement plus élevées 
alors que la vitesse de propagation des vagues est demeurée inchangée. Ceci montre qu'en 
présence de calcium extracellulaire, il existe des mécanismes d'entrée de Ca2+ pouvant 
moduler l'amplitude de mobilisation sans affecter la vitesse de propagation des vagues. Dans 
le cas de la PKA, seule l'augmentation de la vitesse de propagation moyenne des vagues de 
Ca2+ est significative lorsque l'on exclu les cellules ne produisant une vague. Ceci suggère que 
la vitesse de propagation des vagues n'est pas exclusivement dépendante de la concentration 
de Ca2+ atteinte. 
Un moyen de démontrer si l'amplitude de la relâche de Ca2+ est directement respon-
sable de la vitesse à laquelle se propage la vague de Ca2+, est de vérifier s'il y a une relation 
directe entre les deux phénomènes. Par exemple, pour une condition précise, une relation 
linéaire entre l'amplitude de la relâche de Ca2+ et la vitesse de propagation indiquerait 
que la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ est proportionnelle à la relâche de Ca2+ 
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intracellulaire. Pour y arriver, nous avons située graphiquement chacune des cellules de la 
figure 3.12 en fonction de la vitesse de propagation de sa vague de Ca2+ et de son amplitude 
de mobilisation de Ca2+, ce que montre la figure 3.13. À partir de ces données, nous avons 
effectué une corrélation de Pearson. 
La figure 3.13A situe graphiquement les cellules ayant produit une vague de Ca2+, en 
réponse à 2 nM BK, en fonction de la vitesse de propagation de cette vague et de l'amplitude 
de la mobilisation de Ca2+ atteinte dans cette même cellule. Le graphique est séparé en 
quadrants par la valeur médiane de la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ ainsi que 
la valeur médiane de l'amplitude de la mobilisation de Ca2+. Ainsi, le quadrant en haut à 
gauche (HG) représente les vagues de forte amplitude et de faible vitesse de propagation, 
le quadrant en haut à droite (HD) représente les vagues ayant une amplitude élevée et se 
propageant rapidement, le quadrant en bas à droite (BD) représente les vague ayant une 
faible amplitude et se propageant rapidement et finalement le quadrant en bas à gauche 
(BG) représente les vagues ayant une faible amplitude et se propageant lentement. Dans le 
cas d'une stimulation avec 2 nM BK, en absence de Ca2+ extracellulaire, 28,0 % des cellules 
se situaient dans quadrant HG, 22,0 % dans le quadrant HD, 28,0 % dans le quadrant BD et 
22,0 % dans le quadrant BG. En fait, par rapport à la valeur médiane des concentrations 50,0 % 
des cellules se trouvent en haut et 50,0 % en bas. De même, par rapport à la valeur médiane 
des vitesses de propagation des vagues de Ca2+, 50,0 % des cellules se trouvent à gauche et 
50,0 % à droite. La corrélation de Pearson indique qu'il y a une interrelation linéaire positive 
faible entre la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ et l'amplitude de mobilisation de 
Ca2+ intracellulaire (r = 0,157, p < 0,05). 
En gardant les mêmes quadrants que ceux déterminés à la figure 3.13A, si on positionne 
les résultats obtenus lorsque les cellules ont été stimulées avec 2 nM BK, en présence de 
Ca2+ extracellulaire, la figure 3.13B montre que 30,0% des cellules se situent maintenant 
au quadrant HG, 30,9% au quadrant HD, 22,7% au quadrant BD et 16,3% au quadrant 
BG. En fait, 10,9 % des cellules se sont déplacées vers les hautes amplitudes alors que 2,7 % 
se sont déplacées vers les vitesses de propagation plus lentes. Ceci confirme que l'entrée 
de Ca2+ intracellulaire n'augmente pas la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. La 
corrélation de Pearson indique qu'il y a une interrelation linéaire positive faible entre la vitesse 
de propagation des vagues de Ca2+ et l'amplitude de mobilisation de Ca2+ intracellulaire 
(r = 0,247, p < 0,05). 
En gardant les mêmes quadrants que ceux déterminés à la figure 3.13A, si on positionne 
les résultats obtenus lorsque les cellules ont été stimulées avec 2 nM BK, en absence de 
Ca2+ extracellulaire, mais après un prétraitement à la forskoline, la figure 3.13C montre que 
19,5 % des cellules se situent maintenant au quadrant HG, 37,4 % au quadrant HD, 17,9 % 
au quadrant BD et 25,2 % au quadrant BG. En fait, 6,9 % des cellules se sont déplacées vers 
les hautes amplitudes alors que 12,6 % se sont déplacées vers les vitesses de propagation 
rapides. Le déplacement majoritaire des cellules vers le quadrant HD suggère que l'activation 
de la PKA est associée à une augmentation de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ 
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Figure 3.13 
Relation entre la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ et l'amplitude de la réponse 
calcique intracellulaire 
Les graphiques à gauche montrent les résultats des expériences où l'effet de la du Ca2+ extracellulaire 
(B), d'un prétraitement des cellules à la forskoline (C) et de l'augmentation de la concentration de 
BK (D) sont comparés aux résultats obtenus lorsque les cellules ont été stimulées avec 2 nM BK, en 
absence de Ca2+ extracellulaire (A). Les graphiques de droite montrent les résultats des expériences où 
l'effet d'un prétraitement des cellules avec la rapamycine ou avec le PMA sont comparés aux résultats 
obtenus lorsque les cellules ont été stimulées avec 10 nM BK (E). Chacun des points d'un graphique 
représente une cellule unique positionnée selon son amplitude maximale de mobilisation de Ca2+ et 
selon la vitesse à laquelle se propage sa vague de Ca2+ suite à une stimulation avec la BK. Les lignes 
séparant les graphiques en quatre représentent la valeur médiane de l'amplitude maximale ainsi que 
de la vitesse de propagation de la population A ou E. Le pourcentage de cellules se trouvant dans 
chacun des quadrants est indiqué sur les graphiques. Les populations de cellules sont les mêmes que 
celles présentées à la figure 3.9 et à la figure 3.10. 
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ainsi que de l'amplitude de relâche de Ca2+ intracellulaire, bien que cette dernière soit plus 
modeste. La corrélation de Pearson indique qu'il y a une interrelation linéaire positive faible 
entre la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ et l'amplitude de mobilisation de Ca2+ 
intracellulaire (r = 0,166, p < 0,05). 
Toujours en gardant les mêmes quadrants que ceux déterminés à la figure 3.13A, si 
on positionne les résultats obtenus lorsque les cellules ont été stimulées avec 10 nM BK, en 
absence de Ca2+ extracellulaire, la figure 3.13D montre que 10,1 % des cellules se situent 
maintenant au quadrant HG, 63,5 % au quadrant HD, 14,4 % au quadrant BD et 12,0 % au 
quadrant BG. En fait, 23,6 % des cellules se sont déplacées vers les hautes amplitudes alors que 
27,9 % se sont déplacées vers les vitesses de propagation rapides. Le déplacement majoritaire 
des cellules vers le quadrant HD confirme que l'augmentation de l'intensité de stimulation 
est associée à une augmentation de l'amplitude de relâche de Ca2+ intracellulaire ainsi que 
de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. Encore une fois, la corrélation de Pearson 
indique qu'il y a une interrelation linéaire positive faible entre la vitesse de propagation des 
vagues de Ca2+ et l'amplitude de mobilisation de Ca2+ intracellulaire (r = 0,139, p < 0,05). 
La figure 3.13E reprend exactement les mêmes données que celles montrées à la 
figure 3.13D, en séparant cette fois le graphique en quatre quadrants selon les valeurs 
médianes de cette population. Donc 20,2 % des cellules se retrouvent dans le quadrant 
HG alors que 29,8 % des cellules se retrouvent dans le quadrant HD, que 29,8 % des cellules 
se retrouvent dans le quadrant BG et que 20,2 % des cellules se retrouvent dans le quadrant 
BD. Ce graphique servira de référence pour les résultats obtenus lors de l'inhibition de 
mTOR et de l'activation de la PKC. Après un prétraitement à la rapamycine (inhibition de 
mTOR), la figure 3.13F montre que 12,7 % des cellules se situent maintenant au quadrant HG, 
16,2 % au quadrant HD, 27,7 % au quadrant BD et 43,5 % au quadrant BG. En fait, 21,2 % des 
cellules se sont déplacées vers les basses amplitudes alors que 6,2 % se sont déplacées vers les 
vitesses de propagation lentes. Le déplacement majoritaire des cellules vers le quadrant BG 
confirme que l'inhibition de mTOR est associée à une diminution de l'amplitude de relâche 
de Ca2+ intracellulaire ainsi que de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. Encore 
une fois, la corrélation de Pearson indique qu'il y a une interrelation linéaire positive faible 
entre la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ et l'amplitude de mobilisation de Ca2+ 
intracellulaire (r = 0,241, p < 0,05). 
Après un prétraitement au PMA (activation de la PKC), la figure 3.13G montre que 
7,5 % des cellules se situent maintenant au quadrant HG, 13,9 % au quadrant HD, 29,4 % au 
quadrant BD et 49,3 % au quadrant BG. En fait, 28,7 % des cellules se sont déplacées vers les 
basses amplitudes alors que 6,8 % se sont déplacées vers les vitesses de propagation lentes. 
Le déplacement majoritaire des cellules vers le quadrant BG confirme que l'activation de 
la PKC est associée à une diminution de l'amplitude de relâche de Ca2+ intracellulaire ainsi 
que de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. Cette fois-ci, la corrélation de Pearson 
indique qu'il y a une interrelation linéaire positive correcte entre la vitesse de propagation 
des vagues de Ca2+ et l'amplitude de mobilisation de Ca2+ intracellulaire (r = 0,382, p < 0,05). 
60 
L'ensemble de ces résultats montre qu'il y a une faible corrélation positive entre la 
vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ et l'amplitude de mobilisation de Ca2+ intracel-
lulaire au sein d'une cellule. Ceci est cohérent avec le fait qu'une modulation à la hausse 
ou à la baisse de la vitesse de propagation d'une population de cellules est accompagnée 
d'une modulation de l'amplitude de relâche allant dans le même sens. En additionnant ces 
informations avec ceux de la figure 3.7 et de la figure 3.8 qui montrent que la vitesse de 
propagation d'une vague de Ca2+ est relativement constante au sein d'une cellule, malgré 
l'hétérogénéité de l'amplitude de relâche d'une région à l'autre, il semble que la vitesse de 
propagation des vagues ne soit pas dépendante de l'amplitude atteinte. Ceci implique que des 
éléments cellulaires peuvent moduler l'amplitude de mobilisation de Ca2+ intracellulaire sans 
modifier la vitesse de propagation des vagues de Ca2+. Toutefois, la modulation de la vitesse de 
propagation des vagues de Ca2+ ne semble pas pouvoir se produire sans affecter l'amplitude 
de la mobilisation de Ca2+. Ceci suggère que, dans les BAEC, la régulation de l'activité de 
l'IPaR jouerait un rôle prépondérant dans la modulation de la vitesse de propagation de la 
vague de Ca2+ alors que l'amplitude de la réponse calcique jouerait un rôle mineur. 
DISCUSSION 
4.1 Importance de l'expression des trois isoformes d'IPsR dans les BAEC 
Plusieurs fonctions des cellules endothéliales dépendent étroitement de la relâche de 
Ca2+ intracellulaire dépendante de l'IP3R. Pour ce travail, une approche d'immunoprécipi-
tation a été utilisée pour montrer que les trois isoformes d'IPaR étaient exprimées dans les 
BAEC. Cette approche a aussi permis de constater que les tétramères d'IP3R sont principa-
lement, mais non exclusivement, des homotétramères. Ces résultats concordent avec ceux 
obtenus lors d'autres études, utilisant diverses approches (le RT-PCR, l'immunobuvardage et 
rimmunohistochimie), qui montrent également que les trois isoformes d'IPaR sont exprimées 
dans les cellules endothéliales provenant du rat, de l'humain et du bœuf (GRAYSON et al., 2004; 
LAFLAMME étal., 2002; MOUNTIAN étal., 1999). L'observation d'une proportion d'IP3R formant 
des hétérotétramères dans les BAEC est aussi en accord avec l'une de nos études précédentes 
qui montrait, par immunohistochimie, que les trois isoformes d'H^R colocalisaient dans une 
région cellulaire qui correspond au RE (LAFLAMME et al, 2002). Puisque nous n'avons pas 
calibré nos anticorps de façon à évaluer quantitativement la présence des isoformes d'IPaR, il 
nous est impossible de déterminer dans quelle proportion elles s'expriment (TAYLOR et al, 
1999). 
Il est bien documenté que le profil d'expression des isoformes d'H^R diffère d'un 
tissu biologique à l'autre (VERMASSEN et al, 2004b; TAYLOR etal., 1999; FUJINO etal., 1995). 
Certaines cellules expriment en grande majorité une seule des isoformes d'H^R, c'est 
notamment le cas dans les cellules de Purkinje pour l'IP3R-l, dans les cardiomyocytes pour 
l'IPAR-2 et dans les cellules (3 du pancréas pour l'IPAR-3 (FOSKETT etal, 2007; KOULEN etal, 
2000; LIPP etal, 2000; LEE etal, 1999; SHARP etal., 1999; SWATTON etal, 1999; TAYLOR 
et al., 1999; PEREZ et al, 1997; WOJCIKIEWICZ, 1995; BLONDEL et al., 1994; SMEDT et al., 
1994; FURUICHI etal, 1993). Par contre, la plupart des cellules expriment une combinaison 
d'au moins deux isoformes d'IP3R (TAYLOR etal., 1999; FUJINO etal, 1995). L'importance 
physiologique de chacune des isoformes d'IP3R a été examinée in vivo par différents groupes 
de recherche. Les souris dont le gène de l'IP3R-l a été désactivé souffrent de troubles 
neurologiques comme l'ataxie et l'épilepsie, en plus de mourir prématurément (MATSUMOTO 
etal, 1996). Il a été démontré que les cellules de Purkinje provenant de ces souris avaient 
des dendrites moins développées que la normale (HISATSUNE etal, 2006). Cette anomalie 
est en fait causée par une signalisation calcique déficiente directement reliée à l'absence de 
l'expression de l'IPaR-1 au sein des cellules du cervelet, qui expriment presque exclusivement 
1TP3R-1 (HISATSUNE etal., 2006). Néanmoins, les fonctions physiologiques de certains types 
cellulaires exprimant l'IP3R-l ne sont pas affectées signifïcativement dans ces souris, c'est 
particulièrement le cas pour les lymphocytes B, qui expriment les trois isoformes d'IP3R, pour 
lesquels aucune anomalie fonctionnelle n'a été observée (HIROTA etal., 1998). Quant à elles, 
les souris dont le gène de l'IP3R-2 a été désactivé sont parfaitement viables, mais présentent 
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une anomalie de signalisation calcique au niveau des cardiomyocytes. Entre autres, cette 
anomalie se traduit par l'absence d'arythmie induite par l'endothéline, ainsi que par une 
répression de l'expression de certains gènes impliqués dans l'hypertrophie cardiaque (Wu 
et al., 2006; Li etal., 2005). En ce qui concerne TIP3R-3, aucun trouble physiologique n'a 
été rapporté chez les souris dont l'expression de ce gène était désactivée (FUTATSUGI etal., 
2005). À l'extrême, lorsque l'IP3R-2 et l'IP3R-3 sont désactivés simultanément, les souris ont 
des problèmes de santé évidents puisqu'elles souffrent d'hypoglycémie, sont anormalement 
minces et meurent prématurément (FUTATSUGI etal., 2005). Une signalisation calcique et une 
sécrétion exocrine déficientes ont été observées au niveau des cellules acineuses du pancréas 
et de la glande salivaire de ces souris. Ceci suggère que l'IP3R-2 et l'IP3R-3 sont essentiels 
pour certains mécanismes de sécrétion exocrine, mais que la présence de l'une ou l'autre de 
ces deux isoformes est suffisante (FUTATSUGI etal., 2005). En fait, toutes ces observations 
provenant de modèles animaux suggèrent que les cellules exprimant plus d'une isoforme 
d'IPaR peuvent compenser la perte d'une autre isoforme. Des études in vitro corroborent aussi 
ces observations en montrant que, pour certaines fonctions cellulaires, il y a une redondance 
fonctionnelle des trois isoformes d'IPaR. Dans les lymphocytes B, l'expression de chacune 
des trois isoformes d'IPjR doit être abolie simultanément pour entraver la signalisation via le 
récepteur aux antigènes (SUGAWARA etal., 1997). Dans les cellules HEK 293A, la répression de 
l'expression de TIP3R-2, l'isoforme dominante de ces cellules, diminue l'activation de NFAT. 
Par contre, la surexpression de l'IP3R-l permet de rétablir le niveau d'activation de NFAT des 
cellules au sein desquelles l'expression de l'IP3R-2 est également atténuée (ARGUIN etal., 
2010). 
D'autres études ont suggéré, sans toutefois tisser de liens avec des fonctions physiolo-
giques précises, que la localisation spécifique d'au moins une isoforme d'IP3R à l'intérieur 
d'une cellule était responsable de la propagation de vagues de Ca2+ dans les hépatocytes, les 
cholangiocytes et les cellules de l'épithélium pigmenté (HERNANDEZ etal., 2007; HIRATA etal., 
2002a, 1999). Par exemple, dans le cas des hépatocytes, l'atténuation sélective de TIP3R-2, 
mais pas de l'IP3R-l, désorganise la propagation d'une vague de Ca2+ (HERNANDEZ etal., 
2007). Il est possible que ce type de désorganisation du signal calcique cause des défaillances 
physiologiques qui se manifestent plus subtilement que les dysfonctionnements déjà obser-
vés dans les modèles de souris. Il est ardu d'identifier une dysfonction physiologique chez 
un animal si cette fonction n'est pas scrutée méthodiquement à l'aide d'un modèle d'étude 
idoine. L'identification d'éléments capables de désorganiser le signal calcique, dans un type 
cellulaire précis, devient un outil pour l'étude de fonctions physiologiques qui dépendent à 
la fois du type cellulaire et de la signalisation calcique. 
Par le fait que les trois isoformes d'IPaR sont présentes dans les BAEC, qu'elles ne 
soient pas uniformément distribuées à l'intérieur de la cellule et qu'elles forment à la fois 
des homotétramères et des hétérotétramères, l'IPaR offre un vaste éventail de possibilités 
en ce qui a trait à l'organisation et à la modulation du signal calcique dans les BAEC. L'IPsR 
peut représenter un élément clé dans les mécanismes responsables de l'organisation et de 
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la propagation de vagues de Ca2+ intracellulaires dans ces cellules. Ces mécanismes ont été 
disséqués afin de circonscrire l'implication réelle de l'IPsR dans le phénomène de vague 
calcique intracellulaire dans les BAEC. 
4.2 La voie d'activation de PIP3R permet l'initiation et la propagation de vagues de Ca2+ 
dans les BAEC 
Dans les BAEC, l'ATP et la BK induisent toutes les deux une mobilisation de Ca2+ 
hautement organisée en fonction du temps et de la région intracellulaire. Nous avons montré 
que lors d'une stimulation des BAEC avec l'une ou l'autre de ces deux hormones, le Ca2+ 
augmentait d'abord dans une région restreinte près du bord de la cellule et se propageait 
graduellement en traversant l'ensemble du cytosol pour atteindre l'autre extrémité de la 
cellule, comme une vague. Cette vague était en fait unique dans le cas de la BK et répétitive 
dans le cas de l'ATR Bien que les deux hormones causent une vague de Ca2+, elles possèdent 
chacune une signature calcique qui lui est propre. Par exemple, la BK a causé une mobilisation 
de Ca2+ qui persistait plus longtemps que celle induite par l'ATP et qui, pour durer, semblait 
nécessiter une contribution majeure des mécanismes d'entrée de Ca2+ dans la cellule. À cet 
effet, il a déjà été suggéré qu'une entrée de Ca2+ soutenue est importante pour la production 
d'oxyde nitrique induite par la BK dans les cellules endothéliales (LEUNG et al., 2006). Cette 
mobilisation de Ca2+ soutenue et relativement élevée n'est probablement pas favorable à 
la génération d'oscillations calciques puisque celles-ci sont généralement observées dans 
les conditions où le Ca2+ retourne rapidement au niveau basai après stimulation. En ce 
qui concerne l'ATP, elle a causé une mobilisation de Ca2+ de type répétitive, constituant 
des oscillations dont le point d'initiation était commun. Il a déjà été montré que dans les 
cellules endothéliales, l'ATP générait des oscillations de Ca2+ dont l'amplitude et la fréquence 
dépendaient grandement de la concentration d'ATP (KIMURA et al., 2001, 1998). Pour ce 
qui est du site d'initiation de la mobilisation de Ca2+ dans les BAEC, ISSHIKI et al. (1998) 
ont montré que l'ATP, la BK et la thrombine partageaient le même site. Dans le même ordre 
d'idée, la vague de Ca2+ dépendante de l'IPaR se propage toujours du côté apical vers le côté 
basolatéral des hépatocytes et des cellules acineuses du pancréas (NAGATA etal., 2007; LEITE 
étal, 2002). En fait, ces études réalisées avec des BAEC et d'autres cellules non excitables, 
suggèrent que les éléments de la voie de signalisation menant à l'activation de itp3r sont 
organisés de façon à permettre l'initiation de vagues de Ca2+ à un endroit très précis près du 
bord de la cellule et de propager le Ca2+ graduellement dans tout le cytosol. Mon travail, avec 
les BAEC, a montré que l'IPsR jouait un rôle important dans l'initiation et la propagation de la 
vague de Ca2+ puisqu'elle pouvait se produire en absence de Ca2+ extracellulaire. Ceci indique 
que la propagation de vagues de Ca2+ chez les BAEC dépend des propriétés fonctionnelles et 
de l'organisation des éléments de signalisation influençant la relâche intracellulaire de Ca2+. 
Ces éléments de signalisation sont les récepteurs spécifiques de la membrane plasmique, 
leurs effecteurs à proximité de la membrane plasmique et itp3r qui est responsable de la 
relâche intracellulaire de Ca2+. 
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4.3 La destruction des cavéoles n'empêche pas l'initiation et la propagation de vagues de 
Ca2+ dans les BAEC 
Par le fait que les vagues de Ca2+ sont initiées près de la membrane plasmique à un 
endroit très précis, le rôle des cavéoles pour l'organisation des vagues a été évalué. Les 
cavéoles sont des microdomaines de la membrane plasmique que l'on peut conceptualiser 
comme un centre de signalisation. Plusieurs éléments provenant de voies de signalisation 
différentes y convergent pour organiser une réponse cellulaire efficace et spécifique dans 
de nombreux tissus, dont l'endothélium (MINSHALL et al., 2003). Dans les hépatocytes, les 
cavéoles sont essentielles pour générer des vagues de Ca2+, par un mécanisme qui cause 
l'accumulation de riP3R-2 dans la région péricanaliculaire de ces cellules (NAGATA et al., 2007). 
Aussi, dans les astrocytes, la destruction des cavéoles empêche ou réduit considérablement 
la propagation des vagues de Ca2+ en concomitance avec le désassemblage de complexes de 
signalisation, incluant l'IP3R-2, Homer et TRPC1, qui pourraient participer à l'organisation 
des vagues (WEERTH et al., 2007). Chez les BAEC, le site d'initiation des vagues de Ca2+ 
est étroitement associé aux régions riches en cavéoles (ISSHIKI et al., 2002,1998). De plus, 
dans ces cellules, la redistribution de la cavéoline-1, par une molécule dépolymérisant les 
microtubules, modifie le profil de propagation du Ca2+ lors d'une mobilisation induite par 
une hormone (ISSHIKI et al., 1998). Toutefois, dans notre étude, l'utilisation de la méthyl-
j3-cyclodextrine pour détruire les cavéoles n'a pas empêché l'initiation et la propagation 
de vagues de Ca2+ dépendantes de l'IPsR. Bien que la dépolymérisation des microtubules 
puisse également détruire les cavéoles, la modification de la mobilisation de Ca2+ observée 
par ISSHIKI et al. (1998) est peut-être, justement, due aux modifications des microtubules 
plutôt qu'à la destruction des cavéoles. Même si les cavéoles n'ont pas un rôle essentiel pour 
l'initiation et l'organisation des vagues de Ca2+ dans les BAEC, elles peuvent cependant être 
importantes pour leur modulation fine. Par exemple, elles pourraient diriger le site d'initiation 
des vagues de Ca2+ dans certaines conditions comme dans des BAEC en migration, où les 
cavéoles sont redistribuées vers l'arrière des cellules, tout comme le site d'initiation des 
vagues de Ca2+ (ISSHIKI et al., 2002). Mentionnons également que toutes nos expériences 
ont été réalisées en absence de Ca2+ extracellulaire, ce qui réduit les risques de masquer 
les vagues de Ca2+ par une entrée concomitante de Ca2+ désorganisée qui pourrait être 
causée par la destruction des cavéoles. À cet effet, MURATA et al. (2007) ont montré, en 
utilisant des souris chez lesquelles le gène de la cavéoline-1 est inopérant, que l'absence 
de cavéoles affectait l'entrée de Ca2+ dans les cellules endothéliales, mais qu'elle n'affectait 
pas la production d'IP3. En plus de leur implication lors de l'entrée de Ca2+ dans les cellules 
endothéliales, les cavéoles pourraient être importantes pour la localisation des éléments 
de la voie de signalisation menant à l'activation de l'IPaR, sans affecter la production 
d'IP3, pour ainsi dicter la localisation précise du site d'initiation des vagues de Ca2+. Dans 
l'ensemble, nos résultats indiquent que les cavéoles ne sont pas essentielles à l'initiation et à 
la propagation de vagues de Ca2+ dans les BAEC, contrairement à ce qui a été observé dans 
certains autres types cellulaires. Le contrôle des vagues pourrait reposer directement sur la 
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localisation et les propriétés fonctionnelles de riP3R. Enfin, le fait que la dépolymérisation 
des microtubules modifie le profil de propagation du Ca2+ lors d'une mobilisation induite 
par une hormone (ISSHIKI et al., 1998), contrairement à la destruction des cavéoles avec 
la méthyl-f3-cyclodextrine, nous a incité à vérifier l'implication du cytosquelette pour la 
propagation des vagues de Ca2+. 
4.4 Le cytosquelette est essentiel à l'initiation et la propagation de vagues de Ca2+ dans 
les BAEC 
Le réseau de microfilaments et le réseau de microtubules sont deux constituants 
majeurs du cytosquelette cellulaire. Ce sont des structures qui ont la capacité de se réorganiser 
rapidement et dont l'importance individuelle a été démontrée pour diverses fonctions cellu-
laires, bien que leurs implications soient souvent interconnectées (ETIENNE-MANNEVILLE, 
2004). Ils sont particulièrement importants au sein des cellules endothéliales où ils sont 
impliqués dans la morphologie cellulaire, dans la migration cellulaire, dans la guérison des 
blessures et dans plusieurs autres mécanismes intracellulaires dont la production d'oxyde 
nitrique par la modulation d'isoformes de l'oxyde nitrique synthétase (Su et al., 2005; LEE 
et GOTLIEB, 2003). Nous avons montré que le cytosquelette doit être intact, au niveau des 
réseaux de microfilaments et de microtubules, pour permettre la propagation de vagues de 
Ca2+ dans les BAEC. À ce jour, très peu d'études ont évalué l'implication du cytosquelette dans 
la relâche de Ca2+ intracellulaire dépendante de ITP3R et induite par une hormone. Qui plus 
est, les résultats de ces études varient grandement en fonction du type cellulaire utilisé ainsi 
que des hormones employées. Par exemple, la dépolymérisation des microfilaments n'affecte 
pas significativement l'amplitude de la relâche de Ca2+ dépendante de l'IP3R induite par 
l'ATP dans des cellules endothéliales alors que, dans les hépatocytes, l'amplitude est réduite 
lors d'une stimulation avec la vasopressine (BISHARA et al., 2002; WANG et al., 2002b). Dans 
certains cas, l'impact de la dépolymérisation des microfilaments a des conséquences bien 
plus dramatiques. En outre, la relâche de Ca2+ intracellulaire est pratiquement abolie dans les 
cellules AR4-2J stimulées avec la bombésine ou encore dans les cellules NIH-3T3 stimulées 
avec l'ATP ou avec le PDGF (facteur de croissance dérivé des plaquettes) (BOZEM et al., 2000; 
RIBEIRO et al., 1997). Dans les mêmes cellules NIH-3T3, la dépolymérisation des microtubules 
réprime aussi presque totalement la relâche de Ca2+ intracellulaire, également lors d'une 
stimulation avec l'ATP ou le PDGF (RIBEIRO et al, 1997). D'un autre côté, la dépolymérisation 
des microtubules de cellules endothéliales n'affecte pas significativement l'amplitude des 
relâches de Ca2+, mais affecte plutôt la propagation de vagues de Ca2+ d'une façon similaire 
à ce qui a été observé dans la présente étude (ISSHIKI et al, 1998). Cette diversité de 
résultats, selon le modèle cellulaire et les conditions utilisés, suggère que le cytosquelette 
pourrait intervenir à différents niveaux dans la voie de signalisation menant à l'activation de 
itp3r, dépendamment de la variété et de la quantité d'éléments de signalisation présents 
dans un type cellulaire donné. Dans la présente étude, lorsque les microtubules et les 
microfilaments ont été dépolymérisés dans les BAEC, l'amplitude des relâches de Ca2+ n'a pas 
été affectée de façon notoire, ce qui suggère que la production d'IP3 n'est probablement pas 
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significativement affectée. Dans ce cas, le cytosquelette interviendrait pour coordonner la 
phase de production d'IP3 à celle de l'activation de l'IPaR. À titre d'exemple, le cytosquelette 
pourrait favoriser la formation de groupes d'IPsR qui libéreraient suffisamment de Ca2+ 
pour activer les ip3r de groupes à proximité, par CICR, et ainsi libérer successivement le 
Ca2+ dans l'ensemble des sous-régions de la cellule (se référer au CICR, à la section 1.4 à 
la page 18). Les microtubules sont impliqués dans la redistribution de l'IP3R-l lors d'une 
stimulation à long terme des cellules musculaires lisses A7r5 par l'arginine-vasopressine, 
alors que les microfilaments participent à la diffusion latérale de l'IPaR-l dans les dendrites 
de neurones (FUKATSU etal., 2010,2004; VERMASSEN etal., 2003). Des mécanismes similaires 
impliquant le cytosquelette pourraient également redistribuer l'IPsR dans les BAEC. Le 
dynamisme de réorganisation du cytosquelette pourrait être un moyen rapide et efficace 
pour moduler la signalisation calcique dans les cellules endothéliales et ainsi moduler les 
fonctions endothéliales. Toutefois, d'autres études seront nécessaires pour déterminer le 
mécanisme précis que joue le cytosquelette dans l'initiation et la propagation de vagues de 
Ca2+ dépendantes de iip3r dans les BAEC. 
Dans cette première partie de l'étude, nous avons donc montré que l'intégrité du 
cytosquelette, autant les microfilaments que les microtubules, était un élément essentiel 
pour l'organisation et l'initiation d'une vague de Ca2+ dépendante de l'IP3R dans les BAEC. 
Étant donné que l'IP3R constitue l'unique canal responsable de la propagation d'une vague 
de Ca2+ dans les BAEC, les nombreux mécanismes de régulation de son activité pourraient 
également contribuer à modeler finement la propagation de ces vagues. 
4.5 La vitesse de propagation soutenue d'une vague de Ca2+ au sein d'une même BAEC 
implique un mécanisme d'amplification du signal calcique 
Lors de la propagation d'une vague de Ca2+, deux éléments peuvent diffuser dans 
le cytosol : l'IP3 et le Ca2+ lui-même. Il a déjà été clairement démontré que le Ca2+ avait 
un rayon d'action de tout au plus 5pm au sein du milieu cytosolique (ALLBRITTON etal, 
1992). Le cytosol possède en fait de nombreuses molécules pouvant lier le Ca2+, ce qui limite 
grandement sa diffusion (ALLBRITTON et MEYER, 1993; ALLBRITTON etal, 1992). De plus, 
l'excédent de Ca2+ libre est retourné vers le RE ou vers l'extérieur de la cellule par différentes 
pompes et échangeurs de Ca2+ (DONG etal, 2006; BOBE etal., 2005; CARAFOLI etal, 2001). 
Il est donc improbable que la simple diffusion du Ca2+ puisse, à elle seule, être à la base du 
mécanisme de propagation de vagues de Ca2+. En ce qui a trait à l'IP3, sa vitesse de diffusion 
est beaucoup plus grande que celle du Ca2+. Il a été montré, dans un milieu cytosolique 
d'ovocytes de xenopus dans lequel les enzymes dégradant l'IP3 avaient été inhibées, que l'IP3 
pouvait augmenter son rayon d'action de 24pm à toutes les secondes (ALLBRITTON etal, 
1992). Dans de telles conditions, l'IP3 pourrait se propager assez rapidement dans l'ensemble 
d'une cellule et, de ce fait même, causer une vague de Ca2+ dont la vitesse serait inférieure 
à 24 pm/s. Cependant, dans le cytosol des cellules, il y a présence d'enzymes comme la 5'-
phosphomonoestérase et l'IP3-kinase qui sont capables de dégrader très efficacement l'IP3, 
à des vitesses qui veulent selon le type cellulaire (SIMS et ALLBRITTON, 1998). Par exemple, 
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dans des cellules de petites dimensions comme les cellules musculaires lisses, la demi-vie 
de riP3 est d'environ 1 s, alors que dans le cas des cellules de muscle squelettique, plus 
volumineuses, la demi-vie peut atteindre 30 s (WALKER et al., 1987). À l'extrême, dans de 
très grosses cellules comme les ovocytes de xenopus, la demie-vie de l'IP3 peut atteindre 
5 min (SIMS et ALLBRITTON, 1998). Mais, généralement, dans un type cellulaire donné, en 
dépit du fait que sa concentration devrait continuellement diminuer, l'IP3 devrait pouvoir se 
répandre dans tout l'espace cytosolique à partir d'un site de génération bien délimité (SIMS 
et ALLBRITTON, 1998). 
Dans les conditions les plus simples, où l'IP3 serait généré dans une région restreinte 
d'une cellule et diffuserait en produisant l'activation successive de l'IPaR tout au long de sa 
course, la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ devrait décroître avec la distance au site 
de génération de l'IP3 (ROONEY et THOMAS, 1993). Afin de vérifier si la simple diffusion de 
l'IP3 produit à partir d'une région restreinte de la cellule pourrait expliquer la propagation 
d'une vague de Ca2+, nous avons vérifié si la vitesse de propagation était soutenue au sein 
d'une même BAEC. Nous avons montré que lors d'une stimulation avec l'ATP ou avec la BK, 
que la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ demeurait toujours constante au fil de sa 
propagation d'un bout à l'autre d'une cellule. De plus, nous avons mesuré des vitesses de 
propagation excédant la vitesse maximale de diffusion de l'IP3. Ceci indique que dans les 
BAEC, la propagation de la vague de Ca2+ dépendante de l'IP3R n'est pas exclusivement due à 
la diffusion de itp3. 
D'autres groupes de recherche ont également mesuré la vitesse de propagation de 
vagues de Ca2+ dans les cellules endothéliales. Dans des cellules endothéliales humaines 
en culture, les vagues de Ca2+ induites par une blessure sur des monocouches de cellules 
à confluence se propageaient de cellule en cellule à des vitesses constantes variant entre 
20 |im/s et 28 pm/s, bien que l'amplitude de la mobilisation diminuait avec la distance à 
la blessure (SAMMAK et ai, 1997). Des observations analogues ont également été relatées 
par DEMER et al. (1993) sur des BAEC à confluence. Dans cette étude, la vague de Ca2+ 
intercellulaire induite mécaniquement se propageait aussi à une vitesse constante (27 pm/s), 
bien que l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ tendait à diminuer plus la vague s'éloignait de 
son site d'initiation. De même, toujours dans des BAEC, ISSHIKI et al. (1998) ont montré que la 
stimulation répétée d'une même cellule, en utilisant la même concentration d'ATP, produisait 
des vagues de Ca2+ presque identiques en termes de vitesse et de chemin de propagation. 
Dans cette dernière étude, la vitesse des vagues de Ca2+ générées au sein d'une cellule unique 
était aussi constante du point d'initiation jusqu'au point d'atténuation. Comme la nôtre, 
ces études suggèrent que la propagation de la vague de Ca2+ dépendante de I'IP.-ÎR n'est pas 
exclusivement due à la diffusion de l'IP3 dans les cellules endothéliales. 
Dès l'observation des premières vagues de Ca2+ par différents groupes de recherche, 
quelques mécanismes ont été proposés et discutés afin d'expliquer la propagation d'une 
vague de Ca2+ dépendante de l'IP3R à une vitesse incompatible avec celle de diffusion de 
l'IP3 (ROONEY et THOMAS, 1993). Un premier mécanisme implique l'activation successive 
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d'IP3R directement par le Ca2+, c'est-à-dire par un mécanisme de CICR (BERRIDGE, 1993, 
1991; MIYAZAKI et al., 1992; SOMOGYI et STUCKI, 1991; GOLDBETER et al., 1990; BERRIDGE 
et IRVINE, 1989; BERRIDGE et GALIONE, 1988). Un deuxième mécanisme implique, quant à 
lui, l'activation successive d'IPsR par la génération d'une vague d'IP3 induite par l'activation 
successive de la PLC par le Ca2+ fraîchement relâché (MEYER et STRYER, 1991). De par 
la difficulté à isoler un seul de ces mécanismes avec les outils actuels, ces mécanismes 
sont encore d'intérêt aujourd'hui. Par exemple, ce n'est que très récemment qu'une vague 
d'activation de la PLC a pu être observée en temps réel parallèlement à une vague de 
Ca2+ induite mécaniquement dans des cellules épithéliales (TSUKAMOTO et al., 2010). Bien 
qu'il s'avère encore ardu d'étudier individuellement chacun de ces mécanismes, il est 
possible qu'ils agissent de concert pour produire une vague de Ca2+, ce qui en diversifie 
les mécanismes de régulation. 
4.6 La variabilité de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ intracellulaire à l'in-
térieur d'une population de BAEC suggère qu'il existe des mécanismes pouvant la 
moduler 
De nombreux types cellulaires humains ou d'autres espèces mobilisent le Ca2+ intracel-
lulaire par la propagation d'une vague de Ca2+. Plusieurs groupes de recherche, utilisant des 
techniques et des cellules variées, ont observé des vitesses de propagation de vagues de Ca2+ 
différentes selon le type cellulaire (JAFFE, 2010, 2002). Dans notre étude, en plus de montrer 
que la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ était relativement constante d'un bout 
à l'autre d'une BAEC, nous avons observé que la vitesse pouvait varier considérablement 
d'une cellule à l'autre. Ceci a été observé tant pour une stimulation avec l'ATP que pour une 
stimulation avec la BK. 
Il est bien connu que les cellules qui prolifèrent en culture ne sont pas toutes syn-
chronisées dans la même phase du cycle cellulaire et sont de taille et d'âge différents 
(BANFALVI, 2008; SPELLMAN et SHERLOCK, 2004; COOPER et SHEDDEN, 2003; COOPER, 2003). 
Puisqu'une gamme de gènes différents sont exprimés spécifiquement pour chacune des 
phases du cycle cellulaire, il est possible que la signalisation calcique soit affectée, d'autant 
plus qu'elle joue un rôle important dans la progression du cycle cellulaire (MACHACA, 2010; 
DE LICHTENBERG et al., 2005,2003; RUSTICI et al., 2004; WHITFIELD et al., 2002; CHO etal., 
2001,1998; SPELLMAN et al, 1998). Étant donné que le contact des cellules les unes avec les 
autres est un phénomène qui permet de synchroniser les cycles cellulaires, l'utilisation de 
cellules en contact aurait probablement pu réduire la variabilité des réponses cellulaires que 
nous avons mesurées (BANFALVI, 2008). Cependant, le contact des cellules aurait procuré une 
complexité supplémentaire au modèle d'étude puisque, dans les cellules endothéliales, le 
signal calcique peut se transmettre aux cellules adjacentes par un mécanisme impliquant les 
jonctions communicantes (GOMES etal., 2006; VANDAMME etal, 2004; BURDYGA etal., 2003; 
KUEBLER et al, 2002). 
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À partir du moment où les cellules sont extraites d'un tissu biologique pour être mises en 
culture, leur phénotype natif risque d'être graduellement altéré au fil des passages cellulaires 
(LACORRE et al., 2004; MILICI et al., 1985; WOLFFE et TATA, 1984). Ce changement de phénotype 
dépend de l'environnement des cellules et n'affecte pas également toutes les cellules, ce qui 
peut être une source de variabilité supplémentaire dans notre modèle d'étude (LACORRE 
étal, 2004; MILICI et al., 1985; WOLFFE et TATA, 1984). 
Il ne faut pas oublier que la démarche expérimentale peut aussi induire de la variabilité 
au niveau de la mobilisation calcique. Par exemple, en absence de Ca2+ extracellulaire, le 
RE ne peut se regarnir complètement de Ca2+ suite à une mobilisation calcique dépendante 
de l'IP3R, ce qui cause un épuisement graduel des réserves (FESKE et al., 2007; DONG et al., 
2006). Dans ces conditions, toutes les cellules qui utilisent spontanément la signalisation 
calcique pour des activités cellulaires de maintien auront une réserve de Ca2+ réduite lors 
des expériences. Encore une fois, puisque l'activité de iip3r dépend des niveaux de Ca2+ du 
RE, ceci pourrait contribuer à la variabilité observée dans nos expériences (HIGO et ai, 2005; 
STREHLER et TREIMAN, 2004; MISSIAEN et al, 1999; HORNE et MEYER, 1995; MISSIAEN et al., 
1992). À l'extrême, il est possible qu'une cellule possédant tous les éléments nécessaires à la 
mobilisation du Ca2+ ne puisse répondre à une stimulation, par cause d'épuisement de ses 
réserves de Ca2+. 
La variabilité de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ intracellulaire à l'intérieur 
d'une population de cellules n'est peut-être pas un phénomène que l'on retrouve dans un 
tissu biologique sain. Par contre, ceci suggère que les cellules peuvent moduler la vitesse 
à laquelle se propagent les vagues de Ca2+ dans une condition donnée. Cette modulation 
peut se faire à plusieurs niveaux, incluant la production d'IP3, la quantité de Ca2+ libre et la 
modulation de l'activité de itp3r. 
4.7 Le Ca2+ extracellulaire n'affecte pas la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ 
La concentration de Ca2+ dans le milieu extracellulaire est très stable car elle est 
finement contrôlée par le système endocrinien (HEANEY, 2006b). La présence de Ca2+ dans le 
milieu extracellulaire est nécessaire, entre autres pour assurer une alimentation en Ca2+ au 
niveau des réserves intracellulaires, afin d'éviter qu'elles s'épuisent au fil des mobilisations 
(DONG et al., 2006). Le Ca2+ extracellulaire rend aussi possible les mobilisations de plus 
grande amplitude, les mobilisations répétitives ou encore soutenues dans le temps (PUTNEY, 
2009). À ce jour, il n'y a toutefois pas d'information quant au rôle du Ca2+ extracellulaire 
dans la vitesse de propagation des vagues de Ca2+. Nous avons montré dans cette étude 
que lors d'une stimulation avec 200 nM ATR le fait d'enlever le Ca2+ extracellulaire n'affecte 
pas significativement l'amplitude moyenne de relâche de Ca2+, ni la vitesse moyenne de 
propagation des vagues de Ca2+. Dans le cas d'une stimulation avec la BK, le fait d'enlever le 
Ca2+ extracellulaire diminue significativement l'amplitude moyenne des mobilisations de 
Ca2+, mais n'affecte pas la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+. 
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Les cellules endothéliales expriment au moins deux types de récepteurs purinergiques 
métabotropes (P2Y), le P2Y2 et le P2Yn, activés par l'ATP et générant de l'IP3 (RAY et al., 
2002; WANG et al., 2002a; PIROTTON et al., 1996). Les cellules endothéliales expriment aussi 
des récepteurs purinergiques ionotropes (P2X), qui sont des canaux calciques pouvant faire 
pénétrer directement le Ca2+ dans la cellule (KOLES et al., 2007). En fait, plusieurs membres 
de la famille P2X ont été observés dans les cellules endothéliales incluant le P2X4, le P2X5 
et le P2X7 (WILSON étal, 2007; RAMIREZ et KUNZE, 2002; RAY et al., 2002; SCHWIEBERT et ai, 
2002; WANG et al., 2002a; YAMAMOTO et ai, 2000). Cette famille de récepteurs est également 
fonctionnelle au niveau de la signalisation calcique puisque des souris dont l'expression du 
P2X4 a été supprimée ont une déficience au niveau de la signalisation calcique des cellules 
endothéliales en réponse au changement de la pression sanguine (YAMAMOTO et al., 2006). 
En présence de Ca2+ extracellulaire, les récepteurs P2X sont susceptibles de contribuer à la 
réponse calcique induite par l'ATP. Par contre, nos travaux montrent qu'en absence de Ca2+ 
extracellulaire, la réponse calcique induite par l'ATP n'est pas significativement diminuée, ce 
qui indique que la mobilisation de Ca2+ est majoritairement due à l'activité des récepteurs 
P2Y dans les BAEC, aux concentrations d'ATP utilisée dans notre étude. 
Contrairement à l'ATP, la BK n'active pas de récepteur-canal pouvant faire entrer du 
Ca2+ directement dans la cellule. Par contre, le fait d'enlever le Ca2+ extracellulaire diminue 
significativement l'amplitude moyenne de mobilisation du Ca2+ intracellulaire induite par la 
BK. Plusieurs études ont montré que la BK induisait une mobilisation de Ca2+ intracellulaire 
comportant deux phases distinctes. La première phase est une augmentation rapide du Ca2+ 
intracellulaire qui est suivie d'une phase où la concentration de Ca2+ intracellulaire est soute-
nue pendant quelque temps. La phase soutenue est absente lorsque le Ca2+ extracellulaire 
est absent. Ainsi, la première phase serait due à la relâche de Ca2+ via l'IP3R, alors que la 
deuxième phase serait due à une entrée de Ca2+ via un canal SOC ou ROC (SCHILLING et al., 
1989; LOCKHOFF et al., 1988; MORGAN -BOYD et al., 1987). En terme de mécanisme, la BK induit 
deux types d'entrée de Ca2+, l'une qui dépend de la déplétion des réserves intracellulaires 
(SOC) etl'autre qui n'en dépend pas (ROC) (LEUNG et ai, 2006; HUANG et al., 2001; KAMOUCHI 
et al., 1999; VACA et KUNZE, 1995,1994). L'entrée de Ca2+ dans les cellules endothéliales est 
une composante cruciale de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire pour différentes fonctions, 
dont la production d'oxyde nitrique et du facteur de von Willebrand (LANTOINE et al., 1998; 
IOUZALEN et al., 1996; LOCKHOFF et al., 1988). Bien que ces deux mécanismes d'entrée de 
Ca2+ peuvent augmenter la mobilisation de Ca2+ intracellulaire dans les BAEC stimulées avec 
la BK, nous avons montré (en enlevant le Ca2+ extracellulaire) qu'ils n'affectent pas la vitesse 
de propagation des vagues de Ca2+. Ceci est peut-être dû au fait que la vague de Ca2+ a déjà 
commencé à se propager au moment où les mécanismes d'entrée sont activés, notamment 
dans le cas où les réserves doivent d'abord se vider. Une autre possibilité serait que l'intensité 
de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire n'affecte pas la vitesse de propagation des vagues de 
Ca2+. Bien que nos résultats suggèrent que l'ATP et la BK utilisent des mécanismes distincts 
pour induire l'entrée du Ca2+ extracellulaire dans les BAEC, ils suggèrent aussi que le Ca2+ 
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extracellulaire n'affecte pas de façon significative la vitesse de propagation de la vague de Ca2+. 
C'est pourquoi, afin de faciliter la compréhension des mécanismes influençant la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+, seule la vague dépendante de riP^R, produite en absence 
de Ca2+ extracellulaire, sera évaluée. 
4.8 La vitesse de propagation de la vague de Ca2+ dépend de la génération d'IP3 
Un aspect important à considérer lors d'une mobilisation de Ca2+ dépendante de 
l'IP3R, est la quantité d'IP3 générée. Au sein d'une cellule, la probabilité d'ouverture de l'IP3R 
augmente lorsque la concentration d'IP3 croît, ce qui a comme conséquence d'intensifier 
l'amplitude de la relâche de Ca2+ intracellulaire (FOSKETT etal., 2007). Plusieurs éléments 
peuvent moduler cette production d'IP3. Dans notre modèle d'étude, le niveau d'expression 
des récepteurs de l'ATP et de la BK à la membrane plasmique pourrait varier au sein de la 
population de cellules, tout comme celui de la PLC. De plus, il existe des mécanismes de 
modulation de l'activité de chacune de ces entités menant à la formation d'IP3 (PATHAK 
etal., 2008; SUH etal., 2008; VOLONTÉ et al, 2006; LEEB-LUNDBERG et al, 2005). Afin de 
vérifier l'influence de l'IP3 sur la vitesse de propagation de la vague de Ca2+, nous avons 
utilisé deux concentrations différentes d'ATP et de BK pour stimuler les BAEC, soit 200 nM 
et 1 000 nM pour l'ATP et 2 nM et 10 nM pour la BK. Dans les deux cas, nous avons observé 
une nette augmentation de la vitesse moyenne de propagation de la vague de Ca2+, en 
absence de Ca2+ extracellulaire. En fait, la vitesse de propagation a pratiquement doublé en 
passant de 18,8 pm/s à 37,9 pm/s pour l'ATP et de 15,7 pm/s à 25,3 pm/s pour la BK. À titre 
de comparaison, ISSHIKI etal (1998) ont mesuré une vitesse de propagation moyenne de 
30,0 pm/s pour une concentration de 500 nM ATP dans des BAEC, ce qui est similaire à ce 
que nous avons observé. Ces résultats suggèrent que la vitesse de propagation de la vague de 
Ca2+ est dépendante de la quantité d'IP3 générée. 
Dans nos conditions expérimentales, au moins deux facteurs peuvent influencer la 
vitesse de propagation de la vague de Ca2+. D'abord, comme la probabilité d'ouverture de 
l'IP3R dépend de la concentration d'IP3, une plus forte concentration d'IP3 permet l'ouverture 
d'un plus grand nombre d'IPsR. De plus, comme la diffusion d'une substance dépend de sa 
concentration, la concentration seuil d'IP3 pour observer une relâche de Ca2+ est atteinte 
également sur un rayon plus grand, pour une même période de temps. S'ajoute à cela une 
relâche de Ca2+ également plus grande, comme en témoigne l'augmentation de l'amplitude 
moyenne que nous avons mesurée. 
Certaines études ont montré l'importance fonctionnelle du Ca2+ relâché par TIP3R 
dans l'organisation élémentaire de la réponse calcique. Par exemple, en utilisant différentes 
concentrations d'une gamme de chélateurs de Ca2+ exogènes ou endogènes, il a été montré 
qu'il était possible d'empêcher la génération de pujfs ou encore d'empêcher la transition de 
plusieurs pujfs à la vague de Ca2+ dans les ovocytes de xenopus (DARGAN et al, 2004; DARGAN 
et PARKER, 2003). En utilisant le même type d'approche, c'est-à-dire en utilisant des chélateurs 
de Ca2+ exogènes, d'autres ont montré un impact du Ca2+ sur la vitesse de propagation 
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des vagues de Ca2+. En fait, seule l'utilisation d'un chélateur de haute affinité comme le 
BAPTA, liant le Ca2+ avant même qu'il puisse se propager aux ip3r adjacents, réduisait 
la vague de Ca2+ intracellulaire induite par le carbachol ou l'histamine dans une lignée 
cellulaire de neuroblastomes (WANG et THOMPSON, 1995). Dans cette étude, l'utilisation 
de chélateurs de plus faible affinité pour chélater le Ca2+, comme l'EDTA, ne diminuait pas 
la vitesse de propagation des vagues de Ca2+, suggérant un effet rapide et local du Ca2+ 
dans l'amplification de la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ (WANG et THOMPSON, 
1995). Une autre étude montre que le BAPTA réduit la vitesse de propagation des vagues de 
Ca2+ dans les cellules HeLa (RINTOUL et BAIMBRIDGE, 2003). Récemment, il a été montré 
avec des cellules musculaires lisses, que la propagation de vagues de Ca2+ nécessitait à la 
fois l'IP3 et le Ca2+ (MCCARRON et al., 2010). Cette étude montre que l'activation focalisée 
d'IP3 photoactivable n'est pas suffisante pour produire une relâche de Ca2+ qui se propage 
activement au reste de la cellule. Par contre, lorsque l'activation d'IP3 est faite en présence 
d'une concentration de carbachol juste un peu trop faible pour produire une vague calcique, 
l'activation d'IP3 focalisée est maintenant suffisante pour induire la propagation d'une vague 
de Ca2+ dont la vitesse est constante tout au long de son parcours. Globalement, tous ces 
résultats semblent montrer que la probabilité d'ouverture de l'IPsR est un élément important 
pour la propagation d'une vague de Ca2+. 
4.9 La modulation de l'activité de l'IPsR par la PKA, la PKC et mTOR affecte la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+ 
Afin de vérifier si la modulation de l'activité de l'IP3R peut altérer la vitesse de propaga-
tion des vagues de Ca2+, nous avons testé l'effet de trois kinases endogènes reconnues pour 
réguler l'activité de l'IPsR : la PKA, la PKC et mTOR. 
La PKA est une kinase exprimée dans une grande variété de cellules et est impliquée 
dans de nombreuses fonctions cellulaires. Physiologiquement, elle est activée par l'AMP 
cyclique produite suite à la liaison d'un ligand extracellulaire à un GPCR pouvant activer 
des isoformes de l'adénylyl cyclase (TASKÉN et AANDAHL, 2004). La voie de signalisation 
menant à l'activation de l'IP3R et celle menant à l'activation de la PKA peuvent être activées 
indépendamment l'une de l'autre. Par contre, la PKA peut potentialiser la relâche de Ca2+ 
de toutes les isoformes d'IPsR en augmentant leur niveau de phosphorylation, ce qui 
augmente leur affinité apparente pour l'IP3 (BETZENHAUSER et al., 2009; CHALOUX étal, 
2007; RÉGIMBALD-DUMAS etal., 2007; SOULSBY et WOJCIKIEWICZ, 2005; WAGNER et al, 2003; 
GIOVANNUCCI etal, 2000; WOJCIKIEWICZ et Luo, 1998b; HAJNÔCZKY etal, 1993; FERRIS etal, 
1991b). Sur itp3r-I, les sérines en position 1 589 et 1 755 sont les sites de phosphorylation 
qui ont été identifiés (FERRIS etal., 1991a). Un seul site de phosphorylation pour la PKA a 
été décrit pour l'IP3R-2, il s'agit de la sérine en position 937 (BETZENHAUSER et al, 2009). 
Présentement, bien qu'aucun site de phosphorylation tangible pour la PKA ne soit identifié 
pour TIP3R-3, il a néanmoins été démontré, par plusieurs approches différentes, qu'elle se 
produisait réellement in vitro et in cellulo (CHALOUX etal., 2007; SOULSBY et WOJCIKIEWICZ, 
2005; DYER etal, 2003; GIOVANNUCCI etal., 2000). L'analyse delà séquence protéique de 
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TIP3R-3 révèle également que plusieurs sites consensus de phosphorylation par la PKA sont 
présents (CHALOUX, 2010; PATEL et al, 1999). Pour évaluer l'effet de la PKA, nous avons 
utilisé la forskoline, un activateur direct de l'adénylyl cyclase, et donc un activateur indirect 
de la PKA (INSEL et OSTROM, 2003). Nos résultats ont montré que l'activation de la PKA 
augmentait la relâche de Ca2+ dépendante de l'IP3R suite à la stimulation des BAEC avec 
l'ATP et la BK. Ceci concorde avec l'effet potentialisateur de la PKA sur l'activité de riP3R, 
tel que démontré par plusieurs études. Nous montrons également que dans ces conditions, 
la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+ est aussi augmentée. Ces résultats 
montrent que la sensibilisation de l'IPaR à l'IP3 par un mécanisme de phosphorylation par la 
PKA endogène permet d'augmenter la vitesse de propagation des vagues de Ca2+. 
La PKC est, en fait, une grande famille de kinases dont les conventionnelles sont activées 
par le DAG et par le Ca2+ (GALLEGOS et NEWTON, 2008). Les PKCs conventionnelles sont donc 
activées parallèlement à l'activation de l'IPaR. Il a aussi été montré que la PKC phosphoryle 
toutes les isoformes d'IP^R in vitro ou in cellulo (ARGUIN et al., 2007; CARON et al., 2007; 
VERMASSEN et al., 2004a; POIRIER etal., 2001; CAMERON etal., 1995a; MATTER etal., 1993). Les 
sites précis de la phosphorylation de la PKC ne sont pas connus, mais la séquence de chacune 
des trois isoformes d'IPsR comporte plusieurs sites potentiels (ARGUIN, 2010; CARON, 2008; 
PATEL etal, 1999). L'effet de la PKC sur l'activité de itp3r semble dépendre de l'isoforme qui 
est phosphorylée. Dans des cellules exprimant majoritairement l'IP^R-l, la PKC augmente 
l'activité de ITP3R (POIRIER etal, 2001; CAMERON etal, 1995a). Par contre, dans des cellules 
exprimant majoritairement l'IP3R-2 ou l'IP3R-3, la PKC diminue l'activité de l'IPAR (ARGUIN 
etal., 2007; CARON etal, 2007). Dans des cellules intactes, la PKC peut aussi moduler la 
relâche de Ca2+ par des mécanismes autres que la phosphorylation de riP3R, notamment 
par la désensibilisation de GPCR ou par l'altération de l'interaction entre la protéine G et la 
PLC (BIDEN etal, 1988; ORELLANA et al., 1987; SMITH etal, 1987; LYNCH etal., 1985). Nous 
avons utilisé le PMA, un activateur spécifique des isoformes de PKC pour évaluer l'impact 
de la PKC sur la relâche de Ca2+ dépendante de l'IPaR dans les BAEC (SARAIVA et al, 2004). 
Nos résultats ont montré que dans les BAEC, la PKC diminue la relâche de Ca2+ induite 
par iip3 et atténue la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+. Bien que nos 
cellules expriment une part d'IP3R-l, l'effet dominant de l'activation de la PKC correspond 
davantage aux résultats provenant des études réalisées avec l'IPsR-2 et l'IP3R-3. Plusieurs 
facteurs peuvent expliquer ses résultats. Il est possible que l'expression d'IP3R-2 et d'IP3R-3 
combinées soit supérieure à celle de l'IP3R-l. Il est également possible que l'effet inhibiteur 
sur l'IP3R-2 et sur TIP3R-3 soit plus puissant que l'effet activateur sur l'IP3R-l. Mentionnons 
que dans les études montrant l'augmentation de l'activité de l'IP3R-1 par la PKC, les auteurs 
ont utilisé un inhibiteur de la phosphatase calcineurine pour favoriser la phosphorylation de 
TIP3R dépendante de la PKC (POIRIER etal., 2001; CAMERON etal, 1995a). Il est possible que, 
dans notre approche utilisant un activateur direct de la PKC, les sites dont nous favorisons 
la phosphorylation soient plus nombreux que ceux dont la calcineurine affecte. Les sites 
supplémentaires pourraient réguler iip3r de façon positive lorsqu'ils sont phosphorylés. Le 
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simple fait de reproduire les expériences dans les mêmes conditions pour les trois isoformes 
d'IP3R permettraient d'éclaircir la question. 
Nous avons aussi évalué l'effet de mTOR, une kinase activée par une diversité de voies 
de signalisation sous le contrôle, entre autres, de facteurs de croissance, de stress cellulaires 
ou encore des nutriments (WULLSCHLEGER et al., 2006). Il a déjà été observé que l'inhibition 
de mTOR diminue la relâche de Ca2+ dépendante de iip3r (MACMILLAN et MCCARRON, 2009; 
MACMILLAN et al., 2005; DARGAN et al., 2002). Mais, ce n'est que très récemment que notre 
laboratoire a démontré que mTOR augmente l'affinité apparente de itp3r-2 et de l'IP3R-3, 
par un mécanisme direct de phosphorylation (FRÉGEAU et al., 2011; RÉGIMBALD-DUMAS et al., 
2011). À ce jour, aucun site de phosphorylation de mTOR sur l'IPSR n'a été identifié, mais 
le site consensus est présent à plusieurs endroits dans la séquence protéique des isoformes 
d'IPAR (FRÉGEAU et al., 2011; RÉGIMBALD-DUMAS etal., 2011). Nous avons aussi observé que 
dans les BAEC, l'inhibition de mTOR par la rapamycine diminue à la fois la relâche de Ca2+ 
dépendante de iip3r et la vitesse moyenne de propagation des vagues de Ca2+. 
Au meilleur de nos connaissances, ces résultats montrent pour la première fois que des 
kinases endogènes capables de moduler l'activité de itp3r peuvent moduler la vitesse de 
propagation des vagues de Ca2+. Ces kinases ont la capacité de changer l'affinité apparente de 
l'IP3R, donc d'influencer la probabilité d'ouverture de iip3r pour une même concentration 
d'IP3. Cette modulation de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ est toujours 
accompagnée d'une modification de l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire, ce 
qui est logique puisque, dans ces conditions, la probabilité d'ouverture de itp3r est affectée. 
4.10 Rôle du Ca2+ intracellulaire dans la propagation d'une vague calcique 
Nous avons montré que la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ est étroitement 
reliée à l'amplitude de la relâche de Ca2+ induite par itp3r. En fait, dans toutes les conditions 
où il a été possible de moduler la vitesse de propagation des vagues de Ca2+, l'amplitude de la 
mobilisation de Ca2+ intracellulaire était également affectée dans les cellules produisant des 
vagues de Ca2+. Toutefois, ce phénomène amène une question : est-ce que l'amplitude de la 
relâche de Ca2+ intracellulaire est directement responsable de la vitesse de propagation des 
vagues de Ca2+ ? 
Tel que discuté précédemment, quelques études utilisant des chélateurs de Ca2+ 
intracellulaires ou de itp3 photoactivable, montrent le rôle essentiel de la relâche de Ca2+ 
intracellulaire pour l'initiation et la propagation d'une vague de Ca2+ par un mécanisme 
deCICR (MCCARRON et al., 2010; DARGAN etal., 2004; DARGAN et PARKER, 2003; WANG et 
THOMPSON, 1995). Cet aspect essentiel pour l'initiation d'une vague de Ca2+ est toujours 
rencontré dans nos conditions expérimentales. Par contre, ce qui change, c'est l'amplitude 
de cette relâche de Ca2+ qui peut être modulée par la régulation de l'activité de IP3R ou par 
l'entrée de Ca2+ dans les cellules. 
Nos résultats, obtenues lorsque les BAEC sont stimulées avec la BK, montrent que 
l'entrée de Ca2+ (lorsque le Ca2+ extracellulaire est présent) augmente l'amplitude de la 
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réponse calcique, mais ne modifie pas la vitesse de propagation des vagues de Ca2+. Ceci 
montre que les mécanismes d'entrée de Ca2+ induits par la BK, un aspect important de la 
mobilisation de Ca2+ intracellulaire, peuvent moduler l'amplitude des vagues de Ca2+ sans 
affecter la vitesse à laquelle elles se propagent. Il s'agit donc d'un cas précis où la vitesse 
de propagation de la vague de Ca2+ est indépendante de l'amplitude de la relâche de Ca2+ 
intracellulaire. 
En absence de Ca2+ extracellulaire, la réponse calcique provient uniquement de 
l'activation de l'IPaR. Dans ce cas, la régulation de l'activité de IIP3R cause inévitablement 
une modulation du niveau de Ca2+ intracellulaire atteint lors d'une relâche de Ca2+. Si la 
vitesse de propagation est déterminée par l'amplitude de la relâche de Ca2+, il devrait y avoir 
une relation directe entre l'amplitude de mobilisation de Ca2+ et la vitesse de propagation 
de la vague de Ca2+ dans une même cellule. Or, nos résultats ont montré qu'une très faible 
interrelation entre la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ et l'amplitude de la relâche 
de Ca2+. En fait, dans chacune des conditions qui ont été évaluées, il a été possible d'observer 
des cellules qui avaient produit des relâches d'une grande amplitude, mais des vagues de 
Ca2+ qui se propageaient à des vitesses lentes. Le contraire est aussi vrai, c'est-à-dire qu'il a 
été possible d'observer des cellules qui avaient des relâches de faible amplitude, mais des 
vagues qui se propageaient rapidement. De plus, nous avons montré qu'au sein d'une même 
cellule, que l'amplitude de relâche de Ca2+ pouvait varier considérablement d'une région à 
l'autre, alors que la vitesse de propagation de la vague demeurait relativement constante tout 
au long de sa propagation. Ces résultats suggèrent que la vitesse de propagation de la vague 
calcique dans les BAEC est dépendante de la régulation de l'activité de l'IPaR et n'est pas 
déterminée par l'amplitude de la réponse calcique, même si, à partir de nos résultats, il est 
évident que la régulation de l'activité de l'IPaR influence toujours l'amplitude de la relâche 
de Ca2+ intracellulaire. 
À part les mécanismes d'entrée de Ca2+ dans la cellule et les mécanisme de la modula-
tion de l'activité de l'IPaR, d'autres éléments peuvent influencer l'amplitude de la relâche de 
Ca2+ intracellulaire. Entre autres, il existe plus de 200 protéines connues comme des tampons 
calciques cytosoliques, c'est-à-dire des protéines qui lient le Ca2+ libre dès qu'il est disponible 
dans le cytosol [pour une revue récente sur le sujet, voir SCH WALLER (2010)]. Ces protéines 
tampons peuvent avoir un effet très localisé, ce qui peut expliquer la variation d'amplitude 
de relâche de Ca2+ d'une région à l'autre d'une cellule (SCHWALLER, 2010). L'activité de 
différents échangeurs de Ca2+ ou pompes calciques qui expulsent le Ca2+ hors du cytosol 
peut également affecter l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ intracellulaire (DONG et al., 
2006; BOBE et al., 2005; CARAFOLI et al., 2001). Ces mécanismes peuvent donc expliquer que 
la variation de l'amplitude de la mobilisation de Ca2+ au sein d'une cellule ne dépend pas 
exclusivement de l'activité de l'IPaR. Bien que la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ 
ne semble pas directement reliée à l'amplitude de la relâche calcique, il est fort probable 
que la propagation de la vague de Ca2+ nécessite qu'un niveau seuil de Ca2+ soit atteint. En 
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deçà de ce niveau seuil, la vague s'arrêterait, alors qu'au delà de ce niveau, la vague semble se 
perpétuer à la même vitesse. 
Globalement, nos résultats suggèrent que la vitesse de propagation de la vague de 
Ca2+ ne dépend pas de l'amplitude de la mobilisation de Ca2+. Par contre, la régulation de 
l'activité de l'IPaR affecte grandement la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ d'un bout 
à l'autre d'une cellule. C'est sur ces résultats que repose l'originalité de l'aspect propagation 
de notre étude puisque la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ a été mesurée dans 
plusieurs études antérieures sans accorder d'importance aux mécanismes de régulation du 
phénomène (JAFFE, 2010, 2002). À ce jour, la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ a 
suscité relativement peu d'intérêt et il reste donc à déterminer si cet aspect de la signalisation 
calcique joue un rôle important dans la diversification des signaux calciques. 
4.11 Implication physiologique de la vague de Ca2+ intracellulaire 
Contrairement à ce que la diffusion passive de l'IP3 ou du Ca2+ dans le cytosol permet, 
les vagues de Ca2+ intracellulaires peuvent se déplacer rapidement sur de longs trajets, en 
maintenant leur vitesse par un mécanisme d'amplification du signal (THOMAS et al., 1996). 
D'ailleurs, l'une des premières fonctions suggérées pour la vague de Ca2+ était de pouvoir 
transporter le signal calcique sur de longues distances sans atténuation (ROONEY et THOMAS, 
1993). Au niveau physiologique, ce phénomène se traduit par une synchronisation de l'activité 
cellulaire dépendante du Ca2+ sur toute la distance parcourue par une vague. Puisque la vague 
de Ca2+ intracellulaire a la capacité de se propager d'une cellule à une autre par le biais des 
jonctions communicantes, elle permet également la synchronisation de l'activité cellulaire 
d'un groupe de cellules (DUPONT et al., 2007). Ainsi, une défaillance dans les mécanismes 
responsables de l'organisation et de la propagation de la vague de Ca2+ est susceptible d'avoir 
des répercussions sur la signalisation calcique des cellules environnantes. Mais, de quelle 
façon une dysfonction dans l'organisation des vagues de Ca2+, ou un ajustement de leur 
vitesse de propagation, pourrait conduire à la modulation d'une réponse cellulaire ? 
Au niveau d'une cellule individuelle, la vague de Ca2+ générée en réponse à un stimulus 
peut être oscillatoire, c'est-à-dire que la vague peut se régénérer à intervalle régulier sans 
nouvelle stimulation (DUPONT et al., 2007). C'est au niveau des oscillations que la vitesse 
de propagation des vagues de Ca2+ serait en mesure d'avoir une influence directe, plus 
précisément au niveau de leur fréquence. Bien que cette hypothèse reste à démontrer, il est 
logique de penser que les oscillations se produiraient plus fréquemment dans une cellule où 
la vague de Ca2+ se propage plus rapidement. Puisqu'il a déjà été démontré que la fréquence 
des oscillations calciques était un moyen d'obtenir une réponse cellulaire spécifique, et que 
plusieurs fonctions cellulaires comme l'expression génique et la sécrétion en dépendent 
étroitement (UHLÉN et FRITZ, 2010), la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ serait 
susceptible d'être un moyen efficace pour moduler ces fonctions cellulaires. En poussant 
la réflexion plus loin, la modulation de la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ par 
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des kinases pourrait être un mécanisme permettant d'ajuster la fréquence des oscillations 
dépendantes d'une signalisation déjà en branle. 
Tout récemment, FIEDLER et NATHANSON (2011) ont montré que l'association de la 
protéine adaptatrice 4.1N du cytosquelette avec l'IP3R-l était un déterminant important 
pour l'organisation de la vague de Ca2+ intracellulaire dans des cellules PC12, une lignée 
cellulaire de phéochromocytome de rat. En fait, les dominants négatifs de l'une ou l'autre de 
ces deux protéines empêchent leur association, ce qui fait passer le profil de mobilisation 
calcique d'une vague de Ca2+ à une mobilisation de Ca2+ simultanée dans toutes les régions 
de la cellule. Normalement, lorsque ces cellules sont en présence de NGF (Nerve growth 
factor), elles cessent de se diviser et amorcent un processus de neuritogenèse (GREENE et 
TISCHLER, 1976). Or, dans l'étude de FIEDLER et NATHANSON (2011), lorsque la vague de Ca2+ 
a été désorganisée par les dominants négatifs, la neuritogenèse était également interrompue, 
bien qu'il y avait toujours une mobilisation simultanée de Ca2+ dans l'ensemble de la cellule, 
ce qui démontre l'importance de la vague dans la neuritogenèse. 
Dans un contexte plus physiologique, où les cellules ont un contact physique les unes 
avec les autres, DUPONT et al. (2007) ont bien documenté le fait qu'une vague de Ca2+ 
intracellulaire a le pouvoir de se propager aux cellules voisines dans de nombreux types 
cellulaires, c'est-à-dire aussi bien dans les cellules endothéliales que dans les hépatocytes, les 
cellules musculaires lisses, les cellules osseuses, les cellules gliales, les cellules du pancréas 
ainsi que plusieurs types de cellules épithéliales (ZHAO et al., 2008; GOMES étal, 2006; SCEMES 
et GIAUME, 2006; VANDAMME et al, 2004; BURDYGA etal., 2003; ISAKSON et al, 2003; NIHEI 
étal., 2003; HENNIG etal., 2002; KUEBLER etal., 2002; YOUNG etal., 2002; CHARLES, 1998; 
JORGENSEN etal., 1997; NEWMAN et ZAHS, 1997; YULE etal., 1996; NATHANSON etal., 1995; 
ROBB-GASPERS et THOMAS, 1995; DEMER etal., 1993). Dans le cas spécifique des cellules 
endothéliales, diverses études ont établi que la transmission du signal calcique aux cellules 
avoisinantes nécessitait les jonctions communicantes (GOMES etal., 2006; VANDAMME etal, 
2004; BURDYGA et al., 2003; KUEBLER etal., 2002). Il est aussi important de signaler que dans 
ce type cellulaire, les vagues de Ca2+ ne sont pas des artefacts introduits par le passage en 
culture des cellules, mais bien un phénomène physiologique, puisqu'elles ont été observées 
directement dans des endothéliums intacts (BURDYGA etal., 2003; KUEBLER etal., 2002; YING 
etal., 1996). Par exemple, il a été montré que l'augmentation fine de la pression à l'intérieur 
des capillaires veineux, au sein de poumons de rat sous perfusion, induisait une vague de 
Ca2+ intercellulaire dépendante de l'IPSR (KUEBLER etal., 2002). L'implication physiologique 
de cette observation reste toujours à préciser, mais les auteurs suggèrent que ce mécanisme 
participe à la réponse inflammatoire dépendante du Ca2+ induite par l'augmentation de la 
pression à l'intérieur de ces capillaires (KUEBLER etal., 2002). À ce jour, il n'en demeure pas 
moins que les observations les plus éloquentes concernant l'implication physiologique de la 
vague de Ca2+ intercellulaire dépendante de l'IPaR proviennent de cellules endothéliales en 
culture. En fait, il a été montré que la propagation de ces vagues était essentielle pour une 
ré-endothélisation suite à la blessure d'une monocouche de cellules (ZHAO etal., 2008). 
78 
L'étude de la signalisation calcique dans des tissus intacts n'en est qu'à ses balbutie-
ments (BORISOVA etal., 2009; ROCHEFORT étal, 2008; BURDYGA etal., 2003), mais elle va 
probablement apporter son lot d'informations concernant la signification physiologique 
de la vague de Ca2+. Dans le cas des cellules endothéliales, l'effet de l'environnement de 
la cellule sur la propagation des vagues de Ca2+ pourra être étudié. Par exemple, il serait 
possible de déterminer sur quelle distance une vague de Ca2+ se propage et de vérifier si 
cette propagation est influencée par la nature des stimulus ainsi que le type ou la structure 
de vaisseaux sanguins. Récemment, il a été suggéré que la propagation d'une vague de Ca2+ 
intercellulaire pourrait être un élément important pour la localisation du site d'initiation du 
processus d'élongation des vaisseaux sanguins par angiogenèse (DEYMIER etal., 2010). Il est 
ardu de confirmer une telle hypothèse sans avoir recours à de tissus intacts. 
4.12 Limitations et avantages de l'étude 
La signalisation calcique est un processus complexe dont le raffinement repose sur une 
gamme d'éléments régulateurs qui ont un profil d'expression typique d'un type cellulaire à 
l'autre ou encore pour une condition physiologique particulière (BERRIDGE etal., 2000). La 
sélection d'un modèle cellulaire pour l'étude de la signalisation calcique revêt une grande 
importance et les observations tirées doivent être extrapolées d'un type cellulaire à l'autre 
avec grande précaution. Par exemple, l'utilisation d'une lignée de cellules transformées ou 
cancéreuses limite grandement les correspondances physiologiques puisqu'il est bien établi 
que ces cellules ont des mécanismes de signalisation calcique altérés comparativement aux 
cellules normales (PARKASH et ASOTRA, 2010). L'utilisation d'une lignée cellulaire primaire 
demeure le moyen d'étude le plus proche de la réalité physiologique d'un tissu biologique. 
Les cellules provenant de la veine cave et de l'aorte de bœuf sont relativement simples à 
isoler et peuvent subir plusieurs divisions en culture en gardant leur phénotype endothélial 
(DUTHU et SMITH, 1980; SCHWARTZ, 1978; WECHEZAK et MANSFIELD, 1973). Une bonne partie 
des connaissances actuelles des mécanismes de signalisation calcique de l'endothélium 
proviennent d'études utilisant des cultures primaires comme les BAEC, ce qui nous permet 
d'intégrer nos observations plus facilement aux connaissances actuelles (TRAN et WATANABE, 
2006). Par contre, il est de plus en plus évident que l'endothélium n'est pas un tissu homogène 
au niveau de la morphologie de ses cellules ainsi que des fonctions biochimiques qu'elles 
effectuent, mais que ses cellules se spécialisent en fonction de l'organe ou du tissu dans 
lequel elles se trouvent (CONWAY et CARMELIET, 2004; CHI etal, 2003). Ceci limite grandement 
la pertinence de notre modèle cellulaire en ce qui a trait aux fonctions physiologiques de 
l'endothélium. En contrepartie, cette approche nous permet de décortiquer plus facilement 
les mécanismes de signalisation calcique généraux de l'endothélium sur un grand nombre de 
cellules individuelles que l'on peut également soumettre aisément à différents traitements 
pharmacologiques. Cet aspect permet de vérifier différentes hypothèses rapidement, ce que 
ne permet pas l'utilisation de tissus intacts. 
Depuis l'invention et la commercialisation des sondes calciques fluorescentes, la 
technologie permettant d'en tirer de l'information ne cesse de se perfectionner, ce qui accroît 
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continûment la résolution de l'information que nous tirons de la scrutation de signaux 
calciques intracellulaires (COMBETTES et DUPONT, 2011; KNOT et al., 2005). Actuellement, 
nous avons l'opportunité d'étudier avec précision des fluctuations calciques se produisant à 
l'intérieur d'une période de temps de l'ordre de quelques ms sur des populations de dizaines 
de cellules, simultanément. Dans cette thèse, afin de mesurer avec précision un phénomène 
aussi subtil que la vitesse de propagation de la vague de Ca2+, nous avons exploité le fait qu'il 
est possible d'enregistrer chacune des expériences sans la moindre perte d'information. Le 
traitement informatique de ces données nous a permis de visualiser rapidement, avec grande 
précision, le site d'initiation des vagues de Ca2+ ainsi que leur axe de propagation. De ce fait, 
nous avons pu mesurer la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ dans un grand nombre 
de cellules et, par voie de conséquence, ceci nous a permis de démontrer que cette vitesse 
pouvait être modulée par différents traitements pharmacologiques. L'approche utilisée pour 
l'enregistrement et le traitement des données constitue un avantage certain pour l'étude des 
signaux calciques fins sur un nombre représentatif de cellules. 
Malgré tout, la plus grande limite de notre étude demeure la pertinence physiologique 
de la propagation d'une vague de Ca2+ dans l'endothélium. Cet aspect mérite d'être étudié 
davantage et constitue l'une des suites logiques de notre étude. 
4.13 Perspectives futures 
Nous avons montré que la vague de Ca2+ pouvait être détruite par la désorganisation 
des microtubules et des microfilaments. Par contre, la morphologie de la cellule était 
aussi grandement affectée, ce qui implique que cette approche ne peut être utilisée pour 
trouver une fonction cellulaire qui dépend strictement de la vague de Ca2+. À cet effet, 
l'identification d'une protéine impliquée dans l'organisation de la vague de Ca2+ sans affecter 
excessivement la morphologie cellulaire serait un atout. Dans un premier temps, l'utilisation 
d'ARN interférents ciblant des protéines déjà identifiées pour interagir avec l'IPaR, comme 
celles déjà présentées au tableau 1.2, pourrait mener à l'identification d'un élément important 
dans l'organisation de la vague de Ca2+. Alternativement, il serait intéressant de vérifier 
si l'organisation et la propagation des vagues de Ca2+ dans les BAEC dépendent d'une 
isoforme d'IP3R en particulier. Encore une fois, ceci pourrait être réalisé par l'atténuation 
spécifique de chacune des isoformes d'IPaR. L'action de désorganiser la propagation de 
la vague de Ca2+ pourrait devenir un outil pour identifier des fonctions cellulaires qui en 
dépendent et montrer l'importance de l'organisation du signal calcique dans les cellules 
endothéliales comparativement à une réponse simultanée dans l'ensemble de la cellule. Des 
fonctions spécialisées des cellules endothéliales comme la production de NO, d'endothéline 
et de prostacycline, ou encore la ré-endothélisation suite à une blessure, pourraient être 
quantifiées. 
L'impact de la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ sur les différentes activités 
cellulaires demeure toujours inconnu. À cet effet, il serait intéressant de vérifier s'il y a une 
corrélation entre la vitesse de propagation d'une vague de Ca2+ et la fréquence des oscillations 
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d'une réponse oscillatoire comme celle induite par l'ATP. De plus, il serait judicieux de 
vérifier si la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ demeure constante pour chacune 
des oscillations au sein d'une même cellule et s'il est possible de moduler cette fréquence en 
régulant l'activité de l'IPsR par les kinases utilisées pour moduler la vitesse de propagation 
des vagues de Ca2+. Encore une fois, il serait pertinent de vérifier l'implication physiologique 
de ces paramètres sur des fonctions spécialisées des cellules endothéliales. 
Globalement, ces objectifs permettront d'éclaircir la dimension physiologique de la 
vague de Ca2+ sur les fonctions spécifiques des cellules endothéliales. 
CONCLUSION 
L'endothélium constitue un véritable organe qui sécrète de nombreuses substances 
vasoactives régissant des fonctions cardiovasculaires vitales telles que le tonus et la croissance 
vasculaires (PRIES et KUEBLER, 2006). Ce tissu requiert la polyvalence de la signalisation 
calcique puisque plusieurs de ses fonctions dépendent de la modulation de la concentration 
intracellulaire de Ca2+ (TRAN et WATANABE, 2006). L'un des moyens utilisés par les cellules 
endothéliales pour assurer une réponse calcique efficace et spécifique est la propagation 
des signaux sous forme de vagues. Dans ce travail, nous avons décortiqué les mécanismes 
de mobilisation du Ca2+ intracellulaire menant à la propagation de vagues de Ca2+. Nous 
avons recueilli des données qui aideront à mieux comprendre à la fois l'organisation et la 
propagation de vagues de Ca2+ dans les cellules endothéliales. 
5.1 Organisation de la vague de Ca2+ dans les BAEC 
Dans ce travail, nous avons montré que les trois isoformes d'IPsR sont présentes dans 
les BAEC. Le fait qu'elles ne soient pas uniformément distribuées à l'intérieur de la cellule et 
qu'elles forment à la fois des homotétramères et des hétéro tétramères offre un vaste éventail 
de possibilités en ce qui a trait à l'organisation et à la modulation du signal calcique dans les 
BAEC (LAFLAMME et al., 2002). Nous avons démontré que l'IPaR joue un rôle important dans 
l'initiation et la propagation de la vague de Ca2+ puisqu'elle se produit en absence de Ca2+ 
extracellulaire. Ceci indique que la propagation de vagues de Ca2+ dépend des propriétés 
fonctionnelles et de l'organisation des éléments de signalisation menant directement à 
l'activation de riP3R. 
Contrairement à ce qui a été observé dans certains autres types cellulaires précis, 
nous avons mis en évidence que les cavéoles ne sont pas essentielles à l'initiation et à la 
propagation des vagues de Ca2+ dans les BAEC, bien qu'elles soient initiées à un site bien 
circonscrit près de la membrane plasmique. Nous avons plutôt révélé que les microfilaments 
et les microtubules, qui sont deux constituants majeurs du cytosquelette cellulaire, sont 
essentiels à la propagation de vagues calciques dans les BAEC. En désorganisant l'un ou 
l'autre de ces deux constituants du cytosquelette, nous avons observé que la mobilisation 
de Ca2+ était simultanée dans l'ensemble du cytosol. Ainsi, le cytosquelette jouerait un rôle 
important dans la coordination de la phase de production d'IP3 à celle de l'activation de 
l'IP3R. Par exemple, le cytosquelette pourrait favoriser la formation de groupes d'IPaR qui 
libéreraient suffisamment de Ca2+ pour activer les ip3r de groupes avoisinants, libérant ainsi 
graduellement le Ca2+ dans l'ensemble de la cellule, par le mécanisme de CICR. 
5.2 Propagation de la vague de Ca2+ dans les BAEC 
Nous avons montré que la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ est constante 
d'un bout à l'autre d'une BAEC, ce qui est incompatible avec un mécanisme impliquant 
uniquement la diffusion de l'IP3 ou du Ca2+ dans le cytosol. Ceci implique que la propagation 
des vagues repose sur un mécanisme d'amplification du signal calcique comme le CICR. Au 
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meilleur de nos connaissances, nous démontrons pour la première fois que la vitesse de 
propagation de la vague de Ca2+ est modulable et très étroitement reliée à l'activité de l'IPaR. 
De fait, nous avons observé que la vitesse de propagation des vagues de Ca2+ est modulée par 
l'action de kinases endogènes régulant l'activité de l'IPaR, comme la PKA, la PKC et mTOR. 
Enfin, nous avons mis en évidence que la vitesse de propagation de la vague de Ca2+ 
n'est pas directement reliée à l'amplitude de la relâche de Ca2+ intracellulaire. Bien que 
dans toutes les conditions que nous avons testées ces deux composantes du signal calcique 
soient affectées de façon parallèle, nos résultats démontrent que la vitesse de propagation de 
la vague calcique est plutôt dépendante de l'état fonctionnel de l'IPaR. Étant donné que 
l'activité de l'IPaR est modulable par plusieurs mécanismes activés dans diverses voies 
de signalisation, la cellule possède une panoplie de moyens pour ajuster la vitesse de 
propagation du Ca2+ intracellulaire. La vitesse de propagation des vagues de Ca2+ est un 
paramètre relativement nouveau dans le domaine de la signalisation calcique intracellulaire. 
Il reste à définir jusqu'à quel point ce paramètre peut être utile dans l'interprétation des 
différentes activités cellulaires. 
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ANNEXE A 
CALCUL DE LA CONCENTRATION CALCIQUE 
1 Code source du script calculant la concentration de Ca2+ 
#!/usr/bin/perl -s 
use lmage::Magick; 
use XML::Simple ; 
use Data::Dumper ; 
use Spreadsheet::WriteExcel; 
use XML::Writer; 
use IO:: File; 
useCwd; 
use File :: Basename; 
#Chemin d'exécution du script où se trouve également les fichiers de configuration. 
$chemin_script = dimame(Cwd::abs_path($0)); 
#Chemin pour les script nautilus 
$chemin_dossier =- s/file:\l\lll-, 
If ($chemin_dossiereq"")l 
$chemin_dossier = 
) 
my(Simage); 
^Création du fichier excel 
my Sworkbook = Spreadsheet::WriteExcel->new("roi.xls"); 
my Sworksheet = $workbook->add_worksheet('Concentration de calcium'); 
my $format_calcium = Sworkbook—>add_format(); 
my $format_centrer = Sworkbook—>add_format(); 
$format_calcium - >set_align ('center' ) ; 
$format_calcium—>set_num_format('0.00'); 
$format_centrer—>set_align('center'); 
#fin config excel 
^Paramètres de la formule du calcul de la concentration 
If (-e "$chemin_dossier/calibration.txt"){ 
$chemin_valide = $chemin_dossier; 
&lecture_calibration; 
} elslf (—e "$chemin_script/calibration.txt")( 
$chemin_valide = $chemin_script; 
&lecture_calibration; 
)else{ 
prlnt "Vous devez configurer les paramètres manuellement ou placer le fichier calibration.txt"; 
Stest = <STD1N>; 
î 
@fichiers_tif = () ; 
%tempsjmage = (); 
open(GNUPLOT,">$chemin_dossier/gnuplot.dat") || die "$!"; 
opendlr(ETC,"$chemin_dossier/.") || die "Problème de lecture du dossier, vérifier les permissions"; 
whlle ( Sfichier = readdir(ETQ){ 
If (Sfichier =-m/(\d\d\d\d\.TIF\b)/)f 
push (@fichiers_tif, Sfichier) ; 
} 
\ 
closedlr(ETC); 
@fichiers_tif = sort(@fichiers_tif); 
$compteur_image_tif = 0; 
If (-e "log.LOG")) 
open(SOURCE,"$chemin_dossier/log.LOG") || die 
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while(<SOURCE>}{ 
if ($_ =-/(D/){ 
#Ligne qui ne contient pas de temps 
îelse{ 
$nom Jmage= "$fichiers_tif[\ "$compteur_image_tif\M ] 
$„ =~ /(\d*\.\d\d)/; 
$temps_image{ " $nom_image"} = "$1"; 
$temps_image{"$nom_image"} =~ s/ //g; 
$compteurJmage_tif = $compteur_image_tif + 1 ; 
} 
} 
close(SOURCE); 
#Lecture des données svg et préparation de l'image contenant les ROI 
If (-e "roi. svg") { 
îelse{ 
$svg_absent_defaut = "1"; 
print "Le fichier roi.svg n'existe pas. Que voulez-vous faire ? (l)\n\n"; 
print "(1) Calculer l'aire totale de toute rimage\n"; 
print "(2) Arrêter\n\n"; 
$svg_absent = <STDIN>; 
chomp($svg_absent) ; 
if ($svg_absent eqH"){ 
$svg_absent = "$svg_absent_defaut"; 
} 
#Création d'un svg de la même taille que les tiffs . 
If ($svg_absent eq" 1 "){ 
$calcul_par_histogramme = "1"; 
Simage = Image::Magick~>new; 
Simage - >Read($fichiers_tif [01 ) ; 
($largeur_tif, $hauteur_tif) = $image->Get('columns\ 'height'); 
print "$largeur_tif, $hauteur_tif ; 
$roisvg = newIO::File(">roi.svg"); 
$writer = newXML::Writer(OUTPUT =>$roisvg); 
Swriter- >xmlDecl(' UTF—8') ; 
$writer->doctype('svg', //W3C//DTD SVG20001102//EN\ 
'http://www.w3.org/TR/2000/CR~SVG-20001102/DTD/svg-20001102.dtd'); 
$writer- >startTag{ 'svg', 
height => $hauteur_tif, 
wldth => $largeur„tif) ; 
$writer->emptyTag('rect', 
height => $hauteur_tif, 
width => $largeur_tif, 
x => '0', 
y => '0'); 
$wr iter- >endTag(' svg' ) ; 
$writer->endQ; 
$roisvg->close() ; 
}else{ 
exit; 
i 
} 
my ($image„ecrire) ; 
$image„ecrire = new Image::Magick; 
my $xml = new XML::Simple ( ) ; 
my $image_svg = $xmî -> XMUn {'roi.svg') ; 
#Données de l'image 
Shauteur = " $image_svg— > l' width' f " ; 
$largeur - "$ïmage_svg—>{'height'}"; 
$taille_image = "x$largeur"; 
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$taille_image = " $hauteur$taille_image " ; 
$image„ecrire = Image::Magick->new(size=>$talile_image); 
$image„ecrire->ReadImage('xc:blaclO; 
$compteur_rectangle = "1"; 
$ligne_excel = 0; 
#On ouvre tous les fichiers d'image ratio et on calcule la somme des pixels 
foreach $i( @fïchiers_tif ) { 
$nom_fichier_courant - "Si"; 
$ligne_excel = $ligne_excel + 1; 
print "Traitement deIVimage $i prise à $tempsjmage{$i} sVn"; 
$donnees__gnuplot = "$temps_image{$nom_fichier_courant}"; 
$image = new Image::Magick; 
$image—>Read ($i) ; 
If (exists $image_svg—>{rect}-->fwidth'î){ 
print "Il y un seul carré\n"; 
$largeur_rectangle = "$image_svg->{rectî—>{'width'|"; 
$hauteur„rectangle = " $image„svg~ > {rect} - > {'height'} " ; 
If (SIargeur_rectangle == Slargeur && $hauteur_rectangle == $hauteur){ 
$calcul_par_histogramme = "1"; 
} 
$position_x = "$image_svg—>{rect}— >i'x'}"; 
$position_y = "$image_svg->{rect}->ry'}"; 
$largeur_rectangle = sprintf("%.0F, $largeur_rectangle); 
$hauteur__rectangle = sprintfC%.0f\ $hauteur_rect angle) ; 
$position_x = sprintf("%.0F, $position_x); 
$position_y = sprintf("%.0f\ $position_y); 
$autre_extremite_x = $position_x + $Iargeur_rectangle; 
$autre_extremite_y = $position_y + $hauteur_rectangle; 
$rectangle_imagemagick = "$posîtion_x,$position_y $autre_extremite_x,$autre_extremite_y"; 
$position_x_ajuste = $position_x — 17; 
$position„y„ajuste = $position_y + 5; 
Staille_rognage = "x$hauteur_rectangle"; 
&ecrire_image_roi; 
$taille_rognage = "$largeur_rectangle$taille_rognage"; 
$posltion_rognage = "+$position_y"; 
Sposition_rognage = "+$position_x$position_rognage"; 
StailIe_rognage = "$taille_rognage$position_rognage"; 
&calcuLcalcium; 
#Pour gnupiot seulement. Par contre inutile car juste une courbe. 
$donnees__gnuplot = "$donnees_gnup!ot $conc_calcium"; 
$moyenne_gnuplot = $moyenne_gnuplot + $conc_calcium; 
$compteur_rectangle = $compteur_rectangle +1; 
lelsef 
foreach my $key (sort keys (% | $image_s vg- >{rect}})){ 
Slargeur„rectangle = " $image_svg—> {rect}—> {$key}—> f width T ' ; 
$hauteur_rectangle = "$image_svg->{rect}->{$key}->{'height'}"; 
$position_x = "$image_svg— >îrectï->{$key}— >fx'}"; 
Sposition_y = " $image_svg - > {rect} - > {$key} —>{'/}"; 
$largeur_rectangle = sprintf("%.0f\ $largeur_rectangle); 
Shauteur_rectangle = sprlntf("%.0f\ $hauteur_rectangle); 
$position_x = sprlntf(M%.or, $position_x); 
$position„y = 8printf("%.0f\ $position_y); 
$autre_extremite_x = $position_x + $largeur_rectangle; 
$autre_extremite_y = $position_y + $hauteur_rectangle; 
$rectangle_imagemagick = M$position_x,$position_y $autre_extremite_x,$autre_extremite^y"; 
$position_x__ajuste = $position_x — 17; 
$position„y„ajuste = $position„y + 5; 
&ecrire_image_roi; 
$tail!e_rognage = Mx$hauteur_rectangle"; 
$tail!e_rognage = "$largeur_rectangIe$taiile_rognage"; 
$position_rognage = "+$position_y"; 
$position„rognage = " +$position_x$position_rognage" ; 
$taille_rognage = "$taille_rognage$position_rognage"; 
&calcuLcalcium; 
$donnees_gnuplot = "$donnees_gnuplot $conc_calcium"; 
$moyenne„gnuplot = $moyenne_gnuplot + $conc_calcium; 
$compteur_rectangle - $compteur_rectangle +1; 
} #fin du foreach 
} # fin du if 
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#Pour écrire le nom de l'image 
If (Sligne_excel eq"D{ 
$worksheet—>write(0, $compteur_rectangle, Image, $format_centrer); 
} 
$worksheet->wrlte($ligne„excel, Scompteur_rectangIe, $nom_fichier_courant, $format_centrer); 
Scompteur_rectangle = 1; 
$moyenne_gnuplot = $moyenne_gnuplot / $roi_max_nb; 
print GNUPLOT "$moyenne__gnuplot $donnees_gnuplot\n"; 
Sdonnees_gnuplot = 
$moyenne_gnuplot = 
1 # fin du foreach 
$image„ecrire->Write('roi.png'); 
#On trouve le maximum de chacun des carrés. 
$compteur_boucle = "0"; 
while (Scompteur_boucle < Sroi_max_nb){ 
$compteur_boucle = Scompteur_boucle + 1; 
$roLmax_id = "liste_concentration$compteurJx)ude"; 
@test = sort {$b <=> Sa| (@$roi„max„id); 
$max_array_ca2 = "$testï0] 
$basal_ca2 =@$roLmax_id[0]; ^ Premier point du graphique 
#On calcule en pourcent du max et on garde la position pour obtenir le temps 
$amplitude_relache = Smax_array_ca2 - $basal_ca2; 
If ($compteur_boucleeq"l")J 
$ligne_excel_basal = Sligne_excel +1; 
$ligne_excel_max = $ligne„excel +2; 
$ligne_exceLamplitude = $ligne_excel +3; 
1 
$worksheet->wrlle($ligne_excel_basal, 0, Basai, $format_calcium); 
$worksheet->write($ligne_excel_basal, Scompteur_boucle, $basal_ca2, $format_calcium); 
$ worksheet - >wrlte ($ligne_excel_maxt 0, Max, $format_calcium); 
$ worksheet - >wrlte ($ligne_exceLmax, $compteur_boucle, Smax_array_ca2, Sformat^calcium); 
Sworksheet->write($ligne_exceLamplitude, 0, Amplitude, $format_calcium); 
$worksheet->wHle($ligne_exceI_amplitude, $compteur_bouc!e, $amplitude_relache, $format_calcium); 
####### Liste des fonctions 
sub calcul_calcium { 
Stotal = 0; 
$nb_pixels_max = 0; 
$pixels_total =0; 
$pixels_consideres = 0; 
$pixels_a_exclure = 0; 
@histogram= 
print "ROI $compteur_rectangIe : Taille : $largeur_rectangle x Shauteur_rectangle en position $position_x — 
$position_y\n"; 
if ($calcul_par_histogramme eq'T'M 
#Méthode beaucoup plus rapide pour les grandes régions, s'il ne faut pas faire un crop de ! ' image. 
@histogram = Simage -> HistogramO; 
while (@histogram){ 
($red, $green, Sblue, Sopacity, Scount) = spllce(@histogram, 0, 5); 
if ($redeq"0"){ 
$pixels_a_exclure = Scount; 
lelsej 
Stotal = Stotal + (Scount * Sred); 
} 
Snb_pixels_max += Scount; 
I 
Spixels_total = $nb_pixels_max - $pixels_a„exclure; 
lf($valeur_totale eq"0"){ 
Smoyenne= "0"; 
}else{ 
Smoyenne = (Stotal/257)/($nb_pixels_max - $pixels_a„exclure); 
î 
}else{#fin histogramme 
^pixels = Simage—>GetPixels(geometry=>Staille_rognage,map=>T); 
Snb_pixels_max = @pixels; 
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foreach $pixels_gris (@pixels){ 
if (Spixels^gris ne"0"M 
Stotal = Stotal + Spixels_gris ; 
Spïxels_total = $pixels_total +1; 
1 
} 
lf($pixeIs„total eq*0"){ 
Smoyenne = "O"; 
}else{ 
$moyenne = Stotal / Spixels_totaI / 257; 
\ 
} 
Sratio = Smoyenne / $ratio_rm; 
$conc_caIcium = $kd„fura * ((Sratio - $r_lo)/($r_hi — Sratio)) • (Sdenjo / $den_hi); 
#l1ourle calcul de l'amplitude 
Sarray_courante„concentration = "liste_concentration$compteur„rectangle" ; 
$array_courante_temps = " liste_temps$compteur_rectangle " ; 
push(@$array_courante_concentration, n$conc_calcium',); 
push(@Sarray_courante_temps, M$temps_image{Snom_fichier_courant} "); 
$roLmax_nb = $compteur_rectangle; 
#Fichier Hxcel 
$roi_texte = "ROI $compteur_rectangle"; 
Sworksheet - >Write (0, $compteur„rectangle, $roi_texte, $format_centrer); 
Sworksheet->write(Sligne_excel, Scompteur_rectangle, $conc_calcium,$format_calcium); 
$worksheet~>write($ligne_excel, 0, $temps_imagef$nom_fichier_courantK$format_calcium); 
If ($ligne_excel eq"l"){ 
$worksheet->write(0,0, Temps, $format_centrer); 
Sworksheet—>write(0, $compteur_rectangle, $roi_texte, $format_centrer); 
î 
print "Valeur des pixels : Stotal ($pixels_total / $nb_pixels_max) moyenne : $moyenne\n [Ca2+] = $conc_calcium 
nM\n"; 
} #Hn suh calcul calcium 
sub ecrire_image_roi { 
if ($ligne_excel eq"l"){ 
$image_ecrire—>Draw(stroke=>'white', primitive=>'rectangle\ points=>Srectangle Jmagemagick) ; 
$image_ecrire->Annotate(pointsize=>'15\ fill=>'white\ text=>$compteur_rectangle, y=>$position_y_ajuste, x=> 
$position_x_ajuste) ; 
1 
sub lecture_calibration { 
open(SOURCE,"$chemin_valide/calibration.txt") || die "S!"; 
whilc(<SOURCE>)l 
if ($_ =- /(KD\—)/){ 
chomp; 
(Sparametre,$kd_fura) = split(/\=/,SJ; 
print "Sparametre : $kd_fura\n"; 
$kd_fùra=- s/ //g; 
î 
if ($_ =~ /(R\(Lo\)\=)/){ 
chomp; 
( Sparametre,$r„lo) = split(/\=/,SJ; 
print "Sparametre : Sr_lo\nM; 
$r_lo =~ s/ //g; 
1 
if (S_ =- /(R\(Hi\)\=)/){ 
chomp; 
( Sparametre,Sr_hi) - spllt(/\-/,$J; 
print "Sparametre : Sr_hi\n"; 
$r_hi =- s/ //g; 
1 
if (S_ =- /(Den\ (Lo\)sf2\ =)/){ 
chomp; 
( Sparametre,Sden_lo) = split(/\=/,S_); 
print "Sparametre : $den_lo\n"; 
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$den_Io-~ s/ //g; 
î 
if ($_ =- /(Den\(Hi\)sb2\=)/){ 
chomp; 
($parametre,$den_hi) = spllt(/ 
print "îparametre : $den_hi\n"; 
$den_hi=-s/ //g; 
\ 
If ($_ =- /(RatioMaxScale\=)/){ 
chomp; 
($parametre,$ratio_niax_scale) = spiit(/\=/,$J; 
print "îparametre : $ratio_max_scale\rT; 
$ratio_max_scaie =- s/ //g; 
$ratio__rm = 255 / $ratio__max_scale; 
} 
\ 
close(GNUPLOT) ; 
$test = <STDIN>; 
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ANNEXE B 
PSEUDO-COLORATION DES IMAGES 
1 Code source du script responsable de la pseudo-coloration des images 
#!/usr/bin/perl -s 
use Image::Magick; 
useCwd; 
use File :: Basename; 
#Chemin d'exécution du script où se trouve également les fichiers de configuration. 
$chemin_script = dirname(Cwd::abs_path($0)); 
#Chemin pour les script nautilus 
$chemin_dossier =- s/file:\/\///; 
If ($chemin_dossiereq"")l 
$chemin_dossier = 
I 
my($image); 
$conc_max_defaut = "1000"; 
prlnt "Quelle concentration (nM) maximale voulez vous pour le point maximal de l'échelle de couleur? (1 000nM)\n"; 
$conc_max = <STDIN>; 
chomp($conc_max) ; 
if ($conc_maxeq""){ 
$conc_max = $conc_max_defaut; 
1 
prlnt "Voulez-vous transformer seulement une partie de la série d'images (oui)?\n"; 
Sserie = <STDIN>; 
chomp(îserie); 
if (Sserie eq"")( 
Sserie = "1"; 
î 
If (Sserie eq"l"){ 
print "Première image (chiffre)\n"; 
Spremierejmage = <STDIN>; 
chomp($premiere_image); 
prlnt "Dernière image (chiffre)\n"; 
$derniere_image = <STDIN>; 
chomp($derniereJmage) ; 
» 
prlnt "Quel point de 1 ' échelle de couleur voulez-vous avoir la concentration 0 nM ? Vous devez répondre par un chiffre 
entre0—255 (0)\n"; 
$arriere_plan = <STD1N>; 
chomp($arriere_plan) ; 
if ($arriere_plan eq"")l 
$arriere_plan = "0"; 
J 
print "Voulez—vous exclure la valeur 255 et la changer par la couleur du 0 nM ? (non)\n"; 
$exclure_255 = <STDIN>; 
chomp($exclure_255); 
if ($exclure_255eq"")l 
$exclure_255 = "non"; 
1 
print "Quel type d'image voulez—vous ? (0)\n(0) Couleur \n(l) Nuance de gris\n"; 
$nuance_gris = <STDIN>; 
chomp($nuance_gris); 
If ($nuance_griseq"")( 
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$nuance_gris = "0"; 
1 
^Paramètres de la formule de calcul de la concentration 
If (-e n$chemin_dossier/calibration.txt"){ 
$chemin_valide = $chemin_dossier; 
&lecture_caIibration; 
i elsif (—e "$chemin_script/calibration.txt,,){ 
$chemin_valide = $chemin_script; 
&lecture_calibration; 
îelse{ 
print "Vous devez configurer les paramètres manuellement ou placer le fichier calibration.txt"; 
Stest = <STDIN>; 
%palette = 0 ; 
If (—e " Schemi n^dossier / cm2. palette " ) { 
$chemin_valide = Schemin_dossier; 
8decture_palette; 
\ elsif (—e " $chemin_script/ cm2. palette " ) { 
$chemin_valide = Schemin_script; 
&lecture„palette; 
}else{ 
print "Vousdevez avoir un fichier .palette"; 
Stest = <STDIN>; 
exit; 
%pixel_theorique = (); 
$compteur_pixel„theorique = "0"; 
untll (Scompteur_pixel_theorique eq"256"){ 
$ratio ss $compteur_pixel_theorique; 
if (Sexclure_255 eq"oui"){ 
if ($ratio eq"255"M 
Sratio = "0"; 
} 
} 
Sratio = $ratio / $ratio_rm; 
$conc_calcium = $kd„fura * ((Sratio — Sr_lo)/($r_hi — Sratio)) * ($den_lo / $den_hi); 
$valeur_pixel_image_conc = $conc_calcium * 255 / $conc_max; 
if ($va3eur_pixeLimage_conc <= 0){ 
$valeur_pixelJmage_conc = "Sarriere_plan"; 
} elsif ($valeur_pixel_image_conc > 255)1 
Svaleur_pixelJmage_conc = "255"; 
} 
if ( Svaleur_pixeUmage_conc le " 1 " ) i 
#Pour éviter que des pixels non arrière plan soient considérées comme étant l'arrière plan. 
If ($valeur_pixeLimage__conc ne"0"M 
$valeur_pixeLimage_conc = "1"; 
} 
î 
$valeur_pixel_image_conc = sprintf("%.0f\ $valeur_pixeUmage„conc); 
if ($nuance_griseq"D{ 
$pixel_theorîque{ " $compteur_pixel_theorique " î = " Svaleur_pixelJmage_conc" ; 
lelsei 
$pixeLtheorique{"Scompteur_pixel_theorique"} = "$palette{$valeur_pixel Jmage_conc} " ; 
I 
Scompteur_pixel_theorique = $compteur_pixel_theorique + 1; 
@fichiers_tif = 0; 
%tempsjmage = 0; 
opend!r(ETC,"$chemin_dossier/.") || die "Problème de lecture du dossier, vérifier les permissions"; 
while (Sfichier = readdir(ETC))î 
if (Sfichier =~ m/(\d\d\d\d\.TIF\b)/)f 
push (<^fichiers_tif, Sfichier) ; 
\ 
} 
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ciosedir(ETC); 
@fichiers„tif = sort(@fichiers_tif}; 
$compteur„image_tif = 0; 
if (—e Mlog.LOG"){ 
open(SOURCE,"$chemin_dossier/log.LOG") || die 
wtiile(<SOURCE>) { 
if f$_ =-/(\")/){ 
#Ligne qui ne contient pas de temps 
ïelse{ 
$nom_image= "$fichiers_tif[\"$compteur Jmage_tif\ "] 
$_ =~/(\d*\.\d\d)/; 
$tempsJmage {" Snom_image "} = "$1"; 
$tempsJm âge{"$nom_image"} =~ s/ //g; 
$compteur_image_tif = $corapteur_image_tif + 1 ; 
} 
\ 
close(SOURCE); 
#Formatage du nom de fichier 
$info_fichier = " - ap$arriere_plan " ; 
$info_fichier = "~$conc_max$info_fichier"; 
if ($nuance_gris eq"l "){ 
$info_fichier = " —grisîinfojichier " ; 
}else{ 
$info„fichier = " -couleur$info_fichier"; 
\ 
if ($serie eq"l"){ 
foreach$i (@fichiers_tif){ 
$i =- /(\d\d\d\d)/; 
if ($1 >= $premiere_image && $1 <= $derniere_image){ 
push (@fichiers_tif_tmp,$i) ; 
} 
} 
@fichiers_tif = @fichiers_tif_tmp; 
foreach $i ( @fichiers_tif ) { 
$nom_fichier_courant = "$i"; 
$temps_suffixe = "_$temps_image{\"$i\"}s"; 
($prefixe, $tiff ) = split (/\./, $nom_fichier_courant); 
print "Sauvegarde du fichier $prefixe$info__fichier$temps_suffixe.ppm (temps : $temps_image{\"$i\"î)\n"; 
open(PPM,">$chemin_dossier/$prefixe$info_fichier$temps_suffixe.ppm") || die 
if ($nuance_griseqT)f 
print PPM "P2\n"; 
}elsef 
print PPM "P3\n"; 
» 
Simage = new Image::Magick; 
$image- >Read($nom_fichier_courant); 
$largeur = $image->Get('columns'); 
$hauteur = $image->Get('rows'); 
print PPM "$largeur$hauteur\n255\n''; 
$taille_format_imagemagick = "+0+0"; 
$taille_format_imagemagick = "x$hauteur$taille_formatJmagemagick"; 
$taiIie_format_imagemagick = "$largeur$taille_format_imagemagick"; 
@pixels= $image—>GetPixeIs(geometry=>$taille__formatJmagemagick(map=>T); 
$nb_pixels_max = @pixels; 
foreach $ratio (@pixels){ 
$ratio = îratio f 257; 
print PPM " $pixel_theorique {$ratio} \ n " ; 
} 
ciose(PPM); 
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sub lecture„calibration { 
openESOURCE,M$chemin_valide/caiibration.txt,,) || die "S!"; 
while(<SOURCE>) { 
If ($_ =- /(KD\=)/){ 
chomp; 
((paramétré,(kd_fura) = spl!t(/\=/,$_J; 
print "(paramètre : $kd_fura\n"; 
$kd_fura=- s/ //g; 
\ 
if ($_ /(R\(Lo\)\=)/){ 
chomp; 
((paramètre,(rjo) = split(/W,(_); 
print "(paramètre : $rJo\n"; 
(rjo =- s/ //g; 
\ 
if ((_ =- /(R\(Hi\)\=)/){ 
chomp; 
( (paramétré,(r_hi) = spiit(/\=/,(_); 
print "(paramétré : $r_hi\n"; 
(rjii =~ si //g; 
l 
if ($_ =- /(Den\(Lo\)sf2\=)/){ 
chomp; 
(îparametre,$den_lo) = spllt(/\=/,(_); 
print "(paramétré : (den_lo\n"; 
$denJo=- s/ //g; 
} 
if ($_ =~ /(Den\(Hi\)sb2\=)/){ 
chomp; 
($parametre,$denjii) = split(/\=/,(J; 
print "(paramétré : $den_hi\n"; 
$den_hi =- s/ //g; 
} 
if ($_ =~ /(RatioMaxScale\=)/){ 
chomp; 
((paramètre,(ratio_max_scale) = spiit(/\=/,(J; 
print "(paramétré: $ratio„max„scale\ n " ; 
(ratio_max_scale =- s/ //g; 
$ratio_rm = 255 / (ratio_max_scale; 
} 
\ 
} 
sub lecture_palette t 
(compteur_pixel = "0"; 
open(SOURCE,"(chemin_valide/cm2.palette") ||die "(!"; 
whiie(<SOURCE>){ 
chomp; 
if ((_ neM,,){ 
(palette{"(compteur_pixel"} = "(_"; 
(compteur_pixel = (compteur_pixel + 1; 
} 
} 
ciose(SOURCE); 
system ("mogrify -format png*A*.ppm"); 
system ("rm *.ppm"); 
B.2 Paramètres de l'échelle de pseudo-couleurs 
Tableau B.1 
Paramètres de l'échelle de pseudo-couleurs 
Rouge Vert Bleu Couleur 
0 0 0 0 
1 252 0 255 
2 249 0 255 
3 247 0 255 
4 244 0 255 
5 242 0 255 
6 239 0 255 
7 237 0 255 
8 234 0 255 
9 231 0 255 
10 229 0 255 
11 226 0 255 
12 224 0 255 
13 221 0 255 
14 219 0 255 
15 216 0 255 
16 214 0 255 
17 211 0 255 
18 208 0 255 
19 206 0 255 
20 203 0 255 
21 201 0 255 
22 198 0 255 
23 196 0 255 
24 193 0 255 
25 191 0 255 
26 183 0 255 
27 176 0 255 
28 168 0 255 
29 161 0 255 
30 154 0 255 
31 146 0 255 
32 139 0 255 
33 132 0 255 
[Ca2+] (nM) 
(échelle 0-500 nM) 
]0 — 2] 
12-4] 
14-61 
16-8) 
18-101 
110-121 
112-141 
114-16] 
116-18] 
118-20] 
120-22] 
]22 - 24] 
124 - 25] 
125-27] 
127-29] 
129-31] 
131-33] 
J33-35] 
135-37] 
]37-39] 
139-411 
141-43] 
]43-45] 
)45 - 47] 
147-49] 
149-51] 
151-53] 
153-55] 
155-57] 
J57 - 59] 
159-61] 
161-63] 
163-65] 
Suite du tableau B.l 
Intensité Rouge Vert Bleu Couleur lCa2+] 
(échelle 0 
(nM) 
500 nM) 
34 124 0 255 
35 117 0 255 
36 110 0 255 
37 102 0 255 
38 95 0 255 
39 88 0 255 
40 80 0 255 
41 73 0 255 
42 66 0 255 
43 58 0 255 
44 51 0 255 
45 44 0 255 
46 36 0 255 
47 29 0 255 
48 22 0 255 
49 14 0 255 
50 7 0 255 
51 0 0 255 
52 0 7 255 
53 0 15 255 
54 0 22 255 
55 0 30 255 
56 0 38 255 
57 0 45 255 
58 0 53 255 
59 0 61 255 
60 0 68 255 
61 0 76 255 
62 0 84 255 
63 0 91 255 
64 0 99 255 
65 0 106 255 
66 0 114 255 
67 0 122 255 
68 0 129 255 
69 0 137 255 
70 0 145 255 
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Suite du tableau B.l 
Rouge Vert Bleu Couleur lCa2+] 
(échelle 0 
(nM) 
500 nM) 
0 152 255 
0 160 255 
0 168 255 
0 175 255 
0 183 255 
0 191 255 
0 193 255 
0 195 255 
0 198 255 
0 200 255 
0 203 255 
0 205 255 
0 208 255 
0 210 255 
0 213 255 
0 215 255 
0 218 255 
0 220 255 
0 223 255 
0 225 255 
0 227 255 
0 230 255 
0 232 255 
0 235 255 
0 237 255 
0 240 255 
0 242 255 
0 245 255 
0 247 255 
0 250 255 
0 252 255 
0 255 255 
0 255 252 
0 255 249 
0 255 247 
0 255 244 
0 255 242 
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Suite du tableau B.1 
Rouge Vert Bleu Couleur [Ca2+] 
(échelle 0 
(nM) 
•500 nM) 
0 255 239 
0 255 237 
0 255 234 
0 255 231 
0 255 229 
0 255 226 
0 255 224 
0 255 221 
0 255 219 
0 255 216 
0 255 214 
0 255 211 
0 255 208 
0 255 206 
0 255 203 
0 255 201 
0 255 198 
0 255 196 
0 255 193 
0 255 191 
0 255 183 
0 255 176 
0 255 168 
0 255 161 
0 255 154 
0 255 146 
0 255 139 
0 255 132 
0 255 124 
0 255 117 
0 255 110 
0 255 102 
0 255 95 
0 255 88 
0 255 80 
0 255 73 
0 255 66 
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1243 -
]245 -
]247-
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]251 -
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1261 -
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2431 
245] 
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Suite du tableau B.l 
Rouge Vert Bleu Couleur [Ca2+] 
(échelle 0 
(nM) 
500 nM) 
0 
0 
0 
0 
0 
0 
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73 
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88 
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Suite du tableau B. 1 
Rouge Vert Bleu Couleur (Ca2+1 (nM) 
(échelle 0-500 nM) 
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1355-357] 
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205 255 0 1359-3611 
208 255 0 1361 - 363] 
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213 255 0 ]365 - 367] 
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0 V. é» 
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223 255 0 S t* t:}. ]373 - 375] 
225 255 0 *\ * va 1375 - 376] 
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"ÊmtSËi 
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230 255 0 1378 - 380] 
232 255 0 1380 - 382] 
235 255 0 1382 - 384] 
237 255 0 ]384 - 386] 
240 255 0 1386 - 388] 
242 255 0 1388 - 390] 
245 255 0 1390 - 392] 
247 255 0 1392 - 394] 
250 255 0 1394-396] 
252 255 0 1396 - 398] 
255 255 0 1398 - 4001 
255 252 0 1400 - 402] 
255 249 0 1402 - 404] 
255 247 0 1404 - 406] 
255 244 0 1406 - 408] 
255 242 0 1408 - 410] 
255 239 0 1410-412] 
255 237 0 1412-4141 
255 234 0 1414-416] 
255 231 0 1416-418) 
255 229 0 1418-420] 
255 226 0 1420 - 422) 
255 224 0 1422 - 4241 
255 221 0 1424 - 4251 
255 219 0 ;¥v: • 1425 - 427] 
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Suite du tableau B.l 
Intensité Rouge Vert Bleu Couleur lCa2+] (nM) 
(échelle 0-500 nM) 
219 255 216 0 y, 1427 - 429] 
220 255 214 0 '~J 1429-431] 
221 255 211 0 _ |jf , 1431-4331 
222 255 208 0 jÉÊé'£. 1433 - 435] 
223 255 206 0 ]435 - 4371 
224 255 203 0 1437 - 439] 
225 255 201 0 ||8gÉÊ 1439 - 441] 
226 255 198 0 jfiftSrj 1441-443] 
227 255 196 0 1443 - 445] 
228 255 193 0 1445 - 447] 
1447 - 4491 229 255 191 0 
230 255 183 0 1449 - 451] 
231 255 176 0 jqJPBpi ]451-453] 
232 255 168 0 ]453-455] 
233 255 161 0 |HH| 1455-457] 
234 255 154 0 •H ]457 - 459] 
235 255 146 0 
236 255 139 0 
237 255 132 0 
238 255 124 0 
239 255 117 0 
240 255 110 0 
241 255 102 0 
242 255 95 0 
243 255 88 0 
244 255 80 0 
245 255 73 0 
246 255 66 0 
247 255 58 0 
248 255 51 0 
249 255 44 0 
250 255 36 0 
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ANNEXE C 
MESURE DE LA VITESSE DE PROPAGATION DES VAGUES CALCIQUES 
1 Code source du script responsable de la mesure de la vitesse de propagation des 
vagues calciques 
#!/usr/bin/perl -s 
use lmage::Magick; 
useXML::SimpIe ; 
use Data::Dumper ; 
use Spreadsheet::WriteExcel; 
use Cwd; 
use File :: Basename; 
W.hemin d'exécution du script où se trouve également les fichiers de configuration. 
$chemin_script = dirname(Cwd::abs_path($0)); 
#Chemin pour les script nautilus 
$chemin_dossier =- s/file:\/\///; 
if ($chemin_dossiereq""){ 
$chemin_dossier = 
} 
«Message de bienvenue et configuration du mode d'analyse 
prlnt "Bienvenue dans le calculateur de vitesse de vagues calciques !\n\n"; 
print "Veuiller choisir le mode d'analyse (l):\n\n"; 
prlnt "(1) Par extrapolation proportionnelle entre deux temps :\n"; 
print "(2) Par utilisation des temps de photos uniquement :\n"; 
$mode analyse_vague = <STDIN>; 
chomp($mode analyse, vague); 
if ($mode analyse_vagueeq"")l 
Smode analyse, vague = "1"; 
} 
my($image); 
# Création fichier excel 
my îworkbook = Spreadsheet::WriteExcel->new("vague.xls"); 
my Sworksheet = $workbook->add_worksheet('Concentration de calcium'); 
# Ajout d'une page de stats sur les vagues 
my $worksheetvagues = $workbook->add_worksheet('Propagation des vagues'); 
my $format_calcium = $workbook->add_format(); 
my $format_centrer = $ workbook—>add_format () ; 
$format_calcium->set_align('center'); 
$format_calcium - >set_num_format (' 0.00') ; 
$format_centrer—>set_align('center'); 
$ligne_excel_vague = "0"; 
$worksheetvagues->set_column(l, 4,15); 
#fin config excel 
«Paramètres de la formule de calcul de la concentration 
if (-e "$chemin_dossier/calibration.txt")( 
$chemin_valide = $chemin_dossier; 
&lecture_calibration; 
1 elsif (-e "$chemin_script/calibration.txt")| 
$chemin_valide = $chemin_script; 
&lecture_calibration; 
|else{ 
print "Vous devez configurer les paramètres manuellement ou placer le fichier calibration.txt"; 
$test = <STDIN>; 
1 
@fichiers_tif = () ; 
%temps_image = (); 
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opendlr (ETC,"$chemin_dossier/.") || die "Problème de lecture du dossier, vérifier les permissions"; 
whlle ($fichier = readdir(ETC)M 
If ($fichier =- m/(\d\d\d\d\.TIF\b)/){ 
push (@fichiers_tif, Sfichier) ; 
\ 
î 
closedir(ETC); 
@fichiers_tif = sort(@fichiers_tif); 
$compteur_image_tif = 0; 
If (—e "log.LOGM){ 
open (SO URCE, " $chemi n_dossier / log. LOG " ) || die 
whlle(<SOURCE>){ 
if  ($_ =~/(\")/){ 
#Ligne qui ne contient pas de temps 
}else{ 
$nom_image= "$fichiers_tif[\ "$compteur_image_tif \ "1 
$_ =-/(\d*\.\d\d)/; 
$temps_image {" $nom„image " î = "$1M; 
$tempsJmage{"$nom_image"J =- s/ //g; 
$compteur_image_tif = $compteur_image_tif + 1 ; 
î 
i 
close(SOURCE); 
1 
#On pose la question pour savoir le seuil d'élévation pour vague 
prlnt "Quel est le seuil pour déterminer le début ou la fin d'une vague (\% du max) (défaut 50)"; 
$seuil_vague = <STDIN>; 
chomp($seuil_vague}; 
If ($seuil__vague eq"")l 
$seuil_vague = "50"; 
ï 
#I.ecture des données svget préparation de l image contenant les ROI 
my($image_ecrire) ; 
$image_ecrire = new Image::Magick; 
my $xml = new XML::Simple ( ) ; 
my $image„svg = $xml -> XMLin CroLvague.svg') ; 
#I)onnées de l'image 
Shauteur = " $image_svg- > {' width '} " ; 
$largeur = "$image_svg~ >{ ' height'} " ; 
$taille_image = "x$largeur"; 
$taillejmage = "$hauteur$taillejmage"; 
$image_ecrire = Image : : Magick - >ne w(size=>$taille_image) ; 
$image_ecrire—>ReadImage('xc:black'); 
$compteur_rectangle = "1"; 
$ligne_excel = 0; 
#On ouvre tous les fichiers d'image ratio et on calcule la somme des pixels 
foreach $i(@fichiers_tif ) { 
$nom„fichier_courant = "$i"; 
$ligne_excel = $ligne_excel + 1; 
prlnt "Traitement del\'image$i prise à $temps_image{$i} s\n"; 
$image = new Image::Magick; 
$image - >Read ($i) ; 
If (exlsts $image_s^->lrect}->rwidth'l)| 
#S' il n'y a qu'un carré dans le document svg 
prlnt " Il y un seul ROI (carré), vous avez donc un sérieux problème\n"; 
Stest = <STDIN>; 
exlt; 
lelsei 
#Variable pour déterminer si on calcul une vitesse (2) ou non (l) 
$calcul_vague = 0; 
foreach my $key (sort keys (%{$image_svg—>{rect}})){ 
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$largeur_rectangle = " $image_s vg- > {rect} - > {$key} - > {' width '; 
$hauteur_rectang}e = M$image_svg->{ rect} ->{$key} —>{ 'height'î 
$position_x = M$image_svg—>{rect}->{$key}->fxV; 
$position_y = " $image_svg - > {rect} - > {$key} - > {' y'} " ; 
#Arondissement de la valeur du svg 
Slargeurj-ectangle = sprintf("%.OF, $largeur_rectangle); 
$hauteur_rectangle = sprlntf("%.0f, $hauteur_rectangle); 
$position_x = sprintf("%.0f\ $position_x); 
$position_y = sprIntfC%.0f\ $position__y); 
#Calcul des coins du rectangle 
$autre_extremite_x = $position_x + $largeur_rectangle; 
$autre_extremite_y = $position_y + $hauteur_rectangle; 
Coordonnées du centre du rectangle {le premier) 
$coord_centre_xl = M$coord_centre_x"; 
$coord_centre_yl = "$coord_centre_yM; 
^Coordonnées du centre du rectangle 
$coord_centre_x = Sposition_x + $largeur„rectangle / 2 ; 
$coord_centre_y - $position_y + $hauteur_rectangle/2; 
$rectanglejmagemagick = "$position_x,$position_y $autre„extremite„x,$autre_extremite_y"; 
$position_x_ajuste = Spositionjc — 17; 
$position„y_ajuste = $position_y + 5; 
$taille_rognage = "x$hauteur_rectangle"; 
&ecrire_image_roi; 
Staille_rognage = M$largeur_rectangle$taille_rognage"; 
$position_rognage = "+$position_y"; 
$position_rognage = "+$position_x$position_rognage"; 
$taille_rognage = "$taille_rognage$position„rognage"; 
&calcul_calcium; 
#On augmente le compteur rectangle 
$compteur_rectangle = $compteur_rectangle +1; 
ScalcuLvague = $calcul_vague + 1; 
If ($calcul_vague ==2){ 
$calcul_vague = "0"; 
$distance_vague = sqrt(($coord_centre„x — $coord„centre„x 1 ) * *2 + ($coord_centre_y — 
Scoord_centre_y 1 ) * *2) ; 
push^chemin.vague, $distance_vague) ; 
i 
} #fin du foreach 
} # fin du if 
#Pour écrire le nom de l'image 
If ($ligne_excel eq"l"){ 
$worksheet->write(0, $compteur_rectangle, Image, $format_centrer); 
i 
$worksheet->write($ligne_excel, Scompteurjrectangle, $nom_fichier_courant, $format_centrer); 
$compteur_rectangle = 1; 
M fin du foreach 
$image_ecrire—>Write('roi_vague.png'); 
#On trouve le maximum de chacun des carrés. 
$compteur_boucle - "0"; 
while ($compteur_boucle < $roi_max_nb){ 
$compteur_boucle = $compteur_boucle + 1; 
$roi_maxJd = "liste_concentration$compteur_boucle"; 
@test = sort {$b <=> $a} (@$roi_max_id); 
$max_array_ca2 = "$test[01"; 
$basal_ca2 = @$roLmax_Jd[01; ^Premier point du graphique 
#On calcule en pourcent du max et on garde la position pour obtenir le temps 
#On calcule l'amplitude pour le fichier excel 
$amplitude_relache = $max_array__ca2 - $basal_ca2; 
#On détermine la position des lignes de statistiques 
If {$compteur_boucleeq°ln){ 
$Hgne_excel_basal = $Iigne_excel +1; 
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$ligne_excel_max = Sligne_excel +2; 
$ligne_excel_ampiitude = $ligne_excel +3; 
$ligne_excel__pc = $ligne_excel +4; 
} 
Sworksheet—>write($ligne_exceLbasal, 0, Basai, $format_calcium); 
$worksheet->write($ligne_excel_basai, $compteur_boucle, Sbasal„ca2, $format_calcium); 
Sworksheet->writc($Iigne_excel_max, 0, Max, $format_calcium); 
Sworksheet ->write($ligne_excel_max, $compteur_boucle, $max_array_ca2, Sformat_calcium); 
$worksheet->wrIte(Sligne_excel_amplitude» 0, Amplitude, Sformat_calcium); 
Sworksheet—>wrlte($ligne_excel_amplitude, Scompteur_boucle, Samplitude_relache, $format_calcium); 
^Seulement pour les ROI pairs 
If ($compteur_boucle%2){}else{ 
$ratio_debut_fin = $max_array_ca2_prec / Smax_array_ca2 * 100; 
$worksheet->wrUe(Sligne_excel_pc, 0, "% Depart/fin", $format_calcium); 
Sworksheet- >wrlte($ligne_excel_pc, $compteur_boucle, $ratio_debut_fin, $format_calcium); 
î 
Smax_array_ca2_prec = Smax_array_ca2; #On se rapelle de la valeure précédante pour le c alcul. 
#On recherche la posision où la première occurence du seuil 
$position_array = "0" ; 
RECHERCHE :foreach Si {@$roi_max_id){ 
#On calcule selon l'élévation le pourcentage 
$pourcent_du_max_precedent = $pourcent_du_max; 
Spourcent_du_max = 100 * (Si - Sbasal_ca2)/($max_array_ca2 - Sbasal_ca2); 
if (Spourcent_du_max>= $seuil_vague){ 
#Si on utilise le mode d'analyse 2 
If (Smode analyse_vagueeq"2"){ 
#on se donne une petite marge d'erreur de 15% 
Serreur_seuil = Sseuil_vague / 7.5; 
$eloignement_seuil_max = Spourcent_du_max — $seuil_vague; 
$verif_seuil_precedent = Spourcent_du„max„precedent + Serreur_seuil; 
#On vérifié si le point précédent est plus proche que le premier-point qui passe 
if ($verif_seuil_precedent >= SseuiLvague && Seloignement_seuil_max > Serreur_seuil){ 
$pourcent_du_max = Spourcent_du_max_precedent; 
$position_array = $position_array — 1; 
last RECHERCHE; 
î 
last RECHERCHE; 
}else{#fin mode 2 
#On doit trouver le temps précis au lieu de la position dans l'array. 
#On termine donc la boucle dès que l'on dépase pour avoir le premier point qui dépasse. 
last RECHERCHE; 
} 
1 
$position_array = $position_array + 1; 
ï#fin de RECHERCHE 
$nomvariable_concentration = "liste_concentration$compteur_boucle"; 
$nomvariable_ temps = "liste_temps$compteur_boucIe"; 
if (Smode analyse.vague eq"l"){ 
Stemps_approx_seuil_prec = Stem ps_approx_seuil ; 
#Lebut ici c'est de trouver le temps du seuil (par exemple 50 %) 
#Donc nous avons besoin de deux points pour lequel nous allons calculer le temps du seuil 
#avec l'équation : y = mx +z 
#Les deux point sont (a,b) et (c.d) 
$temps_cour_c = S$nomvariable_temps[Sposition_arrayl; 
$conc_cour_d = Spourcent_du_max; 
$position_array = $position„array - 1; 
Stemps_prec_a = $$nomvariable„temps(Sposition_array); 
Sconc_prec_b = $pourcent_du_max_precedent; 
#Pour trouver la variable m: m=(d-b)/(c--aj 
$variable_m = (Sconc_cour_d — Sconc_prec_b)/($temps_cour_c - $temps_prec_a); 
#Pour trouver la variable Z : z=y-mx en utilisant le premier point qui dépasse le seuil (cet d) 
$variable_z = Sconc_cour_d - ($variable_m * Stemps_cour_c); 
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#Tempsque l'on calcule (y—z)/m où y est le seuil 
$temps_approx_seuil = ($seuil_vague — $variable_z)/$variable_m; 
} 
if ($mode analyse_vague eq"2"){ 
print "ROI $compteur_boucle — Temps : $$nomvariable_temps[$position_array}, Concentration : 
$$nomvariable_concentration[$position_array] ($pourcent_du_max \%)\n"; 
If ( $compteur„boucle % 2 == 0) t 
$distance_finale_vague = sh!ft(@chemin_vague); 
$difference_temps - $$nomvariable„tempsi$position_array] - Stemps_roLprecedent; 
print "Temps total : $difference_temps s\n"; 
print "Distance entre les deux ROI : $distance_finale_vague\n"; 
if ($Iigne_excel_vague eq"0"){ 
Sworksheetvagues—>write(0,0, "Vague", $format_centrer); 
Sworksheetvagues—>write(0,1, "Temps total", $format_centrer); 
Sworksheetvagues—>write(0,2, "Distance", $format_centrer); 
Sworksheetvagues—>write(0,3, "Vitesse", $format_centrer); 
Sligne_exceLvague = " 1"; 
} 
impression dans le fichier excel 
$worksheetvagues->wrlte($ligne_excel_vague, 0, $ligne_exceLvague, Sformat_centrer); 
$worksheetvagues->write($ligne_excel_vague, 1, $difference_temps, $format_calcium); 
$worksheetvagues->write($ligne_exceI_vague, 2, Sdistancejinale_vague, Sformat_calcium); 
if (Sdifference_tempsne"0"){ 
Svitesse_vague_final = $distance_finale_vague / $difference_temps; 
}else { 
$vitesse_vague_final = "0"; 
1 
print "Vitesse de la vague : $vitesse_vague_final pixels/s\n\n"; 
$worksheetvagues->write(Sligne_excel_vague, 3, $vitesse_vague_fmal, $format_calcium); 
#On augmente le compteur 
$ligne_excel_vague = $ligne_exceLvague + 1 ; 
} 
}else{ 
print "ROI $compteur_boucle - Temps : $temps_approx_seuil\n"; 
if (Scompteur_boucle % 2 == 0) { 
Sdistancejïnale_vague = shift (@chemin_vague) ; 
Sdifference_temps - $temps_approx_seuil - $temps_approx_seuil_prec; 
print "Temps total : $difference_temps s\n"; 
print "Distance entre les deux ROI : $distance„finale„vague\ n " ; 
if (Sligne_exceLvague eq"0")| 
Sworksheetvagues—>write(0,0, "Vague", $format_centrer); 
Sworksheetvagues—>write(0,1, "Temps total", Sformat_centrer); 
Sworksheetvagues—>write{0,2, "Distance", $format_centrer); 
Sworksheetvagues—>write(0,3, "Vitesse", $format_centrer); 
SIigne_excel_vague = "1"; 
} 
#Impression dans le fichier excel 
Sworksheetvagues->write($ligne_exceLvague, 0, Sligne_excel_vague, Sformat_centrer); 
$worksheetvagues->write(Sligne_excel_vague, 1, $difference_temps, $format„calcium); 
Sworksheetvagues - >write ($ligne_excel_vague, 2, $distance_finale_vague, Sformat_caIcium); 
If ($difference„temps ne"0" && $difference_temps >= 0.2){ 
#Le0.2 représente la limite minimale de temps pour être une vague 
$vitesse_vaguejinal = $distance_finale„vague / $difference_temps; 
} elsif ($difference_temps eq"0" || $difference„temps <= 0.2){ 
$vitesse_vague_final = 0; 
}else{ 
$vitesse_vague_final - 0; 
ï 
print "Vitesse de la vague : $vitesse_vague_final pixels/s\n\n"; 
Sworksheetvagues->write(Sligne„exceLvague, 3, $vitesse„vague_final, Sformat_calcium); 
#On augmente le compteur pour les lignes excels 
Sligne_excel_vague = SIigne_excel_vague + 1; 
I 
} 
$temps_roi_precedent = S$nomvariable_temps[Sposition_array|; 
du while 
#######Fonctions 
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sub caicuLcalcium 1 
$total = 0; 
$pixels_total = 0; 
print "ROI $compteur_rectangle : Taille : $largeur_rectangle x $hauteur_rectangle en position $position_x -
$position_y\n"; 
@pixels - Simage—>GetPixels(geometry=>Staiile_rognage,map=>T); 
$nb_pixels_max = @pixels; 
foreach $pixels_gris (@pixels){ 
If (Spixels^gris ne"0"){ 
$total = Stotal + $pixels_gris ; 
$pixels_total = $pixels_total +1; 
i 
î 
if($pixels_total eq"0M){ 
Smoyenne = "0"; 
}else) 
$moyenne = Stotal / SpixeIs_total / 257; 
} 
$ratio = $moyenne / $ratio_rm; 
Sconc_calcium = $kd_fura * (($ratio - $r„Io)/($r_hi - $ratio)) * (Sdenjo / $den_hi); 
$array_courante_concentration = Mliste_concentration$compteur_rectangle"; 
$array_courante_temps = "liste_temps$compteur_rectangle"; 
push(@$array_courante_concentration» "$conc_calcium"); 
push(@$array_courante_temps, "$temps_image{$nom_fichier_courantî "); 
$roi_max_nb = $compteur_rectangle; 
#Fichier Hxcel 
SroLtexte = "ROI $compteur_rectangle"; 
Sworksheet - >write(0, Scompteur_rectangle» $roi_texte, $format_centrer); 
Sworksheet->write($ligne_excel, $compteur_rectangle, $conc_calcium,$format_calcium); 
$worksheet->write($ligne_excel, 0, $temps„image{$nom_fichier_courantî,$format_caIcium); 
if ($ligne_excel eq'T'M 
$worksheet->write(0,0, Temps, $format_centrer); 
$worksheet->write(0, Scompteur„rectangIe, Sroi_texte, $format_centrer); 
î 
print "Valeur des pixels : Stotal ($pixels_totaî / $nb_pixels_max) moyenne : $moyenne\n [Ca2+1 = $conc_calcium 
nM\n"; 
} #Fin sub calcul calcium 
sub ecrirejmage.roi { 
if (Sligne_excei eq"l"){ 
Simage_ecrire—>Draw(stroke=>'white\ primitive=>'rectangle', points=>$rectangle_imagemagick); 
$image„ecrire™>Annotate(pointsize=>'15\ fill=>'white', text=>$compteur_rectangle, y=>$position_y_ajuste, x=> 
$position_x_ajuste) ; 
I 
sub lecture_calibration { 
open(SOURCE,"Schemin_valide/calibration.txt") || die 
whileÊ<SOURCE>) { 
if ($_ =- /(KD\=)/){ 
chomp; 
($parametre,$kd_fura) = split(/\=/,S_J; 
print "Sparametre : $kd_fura\n"; 
$kd_fura =- s/ //g; 
} 
if ($__ =~ /(R\(Lo\)\=)/){ 
chomp; 
(Sparametre,Srjo) = split(/\=/,S_); 
print "Sparametre : Sr_lo\n"; 
Srjo =~ si //g; 
} 
if (S_ =- /(R\(Hi\)\=)/){ 
chomp; 
( Sparametre,Sr_hi) = spUt(/\=/,S_); 
print "Sparametre : $r_hi\n"; 
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$r_hi =- si II g-, 
I 
If ($_ =- /(Den\(Lo\)sf2\=)/)( 
chomp; 
($parametre,$den_lo) = spllt(/\=/,$_); 
print "Sparametre : $den_lo\n"; 
Sden_lo=~ si II g; 
} 
if ($_ =- /(Den\(Hi\)sb2\=)/){ 
chomp; 
(Sparametre,$den_hi) = split(/\=/,SJ; 
print "Sparametre : $den_hi\n"; 
$den_hi=- s/ //g; 
! 
if ($_ =- /(RatioMaxScale\=)/)| 
chomp; 
(Sparametre,$ratio_max_scale) = split(/\=/,S_); 
print "Sparametre : Sratio_max_scale\n"; 
$ratio_max_scale =- s/ //g; 
$ratio_rm = 255 / $ratio_max_scale; 
1 
! 
I 
Sworksheetvagues—>activate(); 
$derniere_ligne_excel = $ligne_excel_vague + 1; 
Sworksheetvagues—>write(Sligne_excel_vague, 0, "Moyenne", $format_centrer); 
Sworksheetvagues—>write( " BSderniere_ligne_excel ", " =AVERAGE (B2 : 
B$ligne_excel_vague) $format_calcium); 
$worksheetvagues->write("CSderniere_ligne_excel", "=AVERAGE(C2; 
C$ligne_excel_vague) ", $format_calcium); 
Sworksheetvagues->write("D$derniere_ligne_excel", "=AVERAGE(D2: 
DSligne_excel_vague) ", Sformat_calcium); 
Stest = <STDIN>; 
